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1. Einleitung
Connexine sind Kanalproteine, die zwei benachbarte Zellen miteinander verbinden und 
einen Stoffaustausch zwischen den beiden Zellen ermöglichen,  ohne dass dazu ein 
Umweg  über  den  extrazellulären  Raum  benötigt  wird.  Connexine  sind  daher  die 
Bausteine der Gap Junctions, in denen die Plasmalemmata benachbarter Zellen bis auf 
etwa 3 nm aneinander liegen und so den extrazellulären Raum stark verschmälern. 
Jede  Zellmembran  lagert  in  den  Gap  Junctions  Halbkanäle  ein,  die  mit  den 
entsprechenden  Halbkanälen  der  benachbarten  Zellen  den  vollständigen 
transmembranalen Kanal bilden. So können z. B. kleinere Moleküle aber auch Ionen 
ungehindert  von  einer  Zelle  in  die  andere  übertreten,  ohne  erst  aus  der  Zelle 
ausgeschleust und in die benachbarte Zelle wieder eingeschleust zu werden. 
Vor allem embryonales Gewebe, das eine hohe Stoffwechselaktivität zeigt, macht sich 
diesen Mechanismus zu Eigen. Viele Zellen werden erst  ausgebildet,  um bestimmte 
Gewebe zu bilden, die bei einem erwachsenen Tier schon vorhanden sind. Dort ist die 
Aufgabe  eher  die  Erhaltung  bzw.  Reparatur  der  Gewebetypen  und  nicht  eine 
Neuentstehung. So sind im embryonalen Gewebe vor allem Zellen vorhanden, die sich 
noch  ausdifferenzieren  müssen  und  können.  Sie  tragen  die  Anlage  zur  speziellen 
Gewebeausdifferenzierung  in  sich.  Die  embryonalen  Zellen  brauchen  nicht  nur  die 
Information zu welchem Gewebe sie ausdifferenzieren sollen, sondern auch in welchem 
Umfang. So müssen sie untereinander kommunizieren, wozu sie die transmembranalen 
Kanäle benötigen.
Da  diese  Kanäle  aus  Connexinen  bestehen,  haben  wir  uns  entschlossen,  die 
Expression  bestimmter  Connexine in  embryonalem Gewebe und den Verlauf  in  der 
Entwicklung  nachzuweisen.  Dazu  beschränkten  wir  uns  auf  die  Entwicklung  der 
Hautschichten und des Federfollikels beim Hühnchen. Die Besonderheit während der 
Entwicklung des Federfollikels besteht darin, dass diese hochkomplexen Gewebe aus 
zwei  verschiedenen  Ursprungsgeweben  entstehen,  dem  Ektoderm  und  dem 
Ektomesoderm.  Im  Laufe  der  embryonalen  Entwicklung  werden  verschiedene 
Connexine in den ektodermalen und mesodermalen Zellen exprimiert. Um den Verlauf 
der Entwicklung relevant beobachten zu können, entschlossen wir uns, nur Connexine 
(Cx) zu untersuchen, die nachweislich in der Haut des Hühnchens vorkommen, d.h. 
Cx26, Cx30, Cx31, Cx32, Cx43 und Cx45. Die Nachweise wurden durch spezifische 
Antigen-Antikörper-Reaktionen  mit  Hilfe  der  Immunhistochemie  durchgeführt.  Zur 
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besseren Spezifizierung der Nachweise diente die In-situ-Hybridisierung, anhand derer 
die spezifische mRNA ausgesuchter Connexine (Cx26, Cx30, Cx32) kontrolliert wurde.  
2. Connexine
Das Gewebe kann mittels interzellulärer Übergänge mit wenig Widerstand über kurze 
Wege zwischen einzelnen Zellen kommunizieren. Diese Kommunikationszonen werden 
als  Gap Junctions bezeichnet.  Die  Gap Junctions bilden eine einheitliche Form der 
Kommunikation,  wobei  der  Austausch  von  Molekülen  direkt  stattfinden  kann,  ohne 
Sekretion  in  den  Interzellularraum  (REVEL,  1988).  Dieses  wird  auch  als  direkte 
Koordination  der  Zellaktivität  bezeichnet,  da  ein  direkter  Kontakt  zwischen 
benachbarten  Zellen  besteht.  Dazu  sind  neben  den  Gap  Junctions  z.  B.  auch  die 
Adherens  Junctions  im  Stande.  Beide  Kommunikationseinheiten  bilden 
transmembranöse Transportmoleküle. Bei den Gap Junctions sind dies die Connexine, 
auf  deren  Struktur  noch  genauer  eingegangen  wird,  und  die  in  dieser  Arbeit  zum 
Nachweis embryonaler Zell-Zell-Kommunikation von großer Bedeutung sind.
Im Gegensatz dazu wird bei der indirekten Zellkommunikation der extrazelluläre Raum 
mit  einbezogen.  So  werden  Zytokine,  Wachstumsfaktoren,  Enzyme,  Hormone  und 
nicht-kollagene Matrixproteine von der Zelle in den extrazellulären Raum abgegeben 
und oft über längere Strecken, z.B. über die Blutbahn, transportiert und von der Zielzelle 
wieder aufgenommen  (SCHNAPPER, 2007). In diesem Fall sind verschiedene Proteine 
in der Spender- und Empfängerzelle notwendig. Der  Unterschied zwischen der direkten 
und indirekten Kommunikation liegt dementsprechend nicht nur in den verschiedenen 
Proteinen, die sich in der Zellmembran der einzelnen Zellen befinden, sondern auch in 
der  unterschiedlichen  Zellanordnung  zueinander.  So  befinden  sich  bei  der  direkten 
Kommunikation  die  miteinander  kommunizierenden  Zellen  dicht  nebeneinander  und 
bilden  bestimmte  Kommunikationseinheiten.  Solche  Zusammenschlüsse  stellen 
funktionelle Einheiten dar, aus denen sich während der Entwicklung bestimmte Gewebe 
entwickeln können.
In  der  vorliegenden  Dissertation  geht  es  um die  direkte  Kommunikation  von  Zellen 
mittels  Gap  Junctions.  Die  Connexine  werden  ab  einem bestimmten  Zeitpunkt  der 
Entwicklung  von  allen  Säugetierzellen  exprimiert.  Die  Ausnahme  bilden  voll 
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ausdifferenzierte  Zellen,  wie  z.B.  Skelettmuskelzellen,  einige  Neurone,  die  meisten 
zirkulierende Blutzellen und  Spermatozyten (BRUZZONE et al., 1996b).
Die  interzellulären  Kanäle  nehmen  an  diversen  Funktionen  teil,  so  z.  B.  an  der 
Kontraktion  von  kardialer  und  glatter  Muskulatur  (PAGE und  SHIBATA,  1981),  der 
metabolischen Kooperation in gefäßarmen Organen oder der Embryogenese (LARSEN 
und WERT, 1988; GOODENOUGH, 1992).
Die  Durchgängigkeit  der  interzellulären  Kanäle  für  Second  Messenger,  spielt  eine 
wichtige  Rolle  während  der  Entwicklung  der  Gewebeformation  (CAVENEY,  1985; 
GUTHRIE und GILULA, 1989; KIDDER, 1992; WARNER, 1992). Auch bei der Kontrolle 
des  Zellwachstums  (YAMASAKI,  1990;  LOEWENSTEIN  und  ROSE,  1992;  HOTZ-
WAGENBLATT  und  SHALLOWAY,  1993)  und  der  ontogenetischen  Transformation 
übernehmen Connexine eine wichtige Aufgabe (TROSKO und RUCH, 1998).
2.1. Aufbau der Gap Junctions
Gap Junctions sind meist irregulär geformte flächige Anteile in der Plasmamembran mit 
einem Durchmesser von ein bis fünf µm, in denen sich eine Aggregation hunderter von 
Gap  Junction  -  Kanälen  befindet,  der  Nexus.  In  diesen  Nexus  liegen  die 
Plasmamembranen sehr dicht aneinander. Sie werden nur durch einen schmalen Spalt  
von  ca.  3  nm  getrennt  (ROBERTSON,  1963;  BENEDETTI  und  EMMELOT,  1965; 
REVEL und KARNOVSKY, 1967).
Mittels der Atomic Force Microscopy konnte nachgewiesen werden, dass in den Nexus 
alle 9-10 nm ein Partikel in hexagonalem Muster vorhanden ist (HOH et al., 1993; LAL 
et  al.,  1995).  Diese  Partikel  sind  Halbkanäle  benachbarter  Zellmembranen,  auch 
Connexone genannt. Mittels Röntgenstrahl-Defraktionierung (BRUZZONE et al., 1994) 
und Low-Dose-Elektronen-Mikrographie (UNWIN und ZAMPIGHI, 1980) konnte gezeigt 
werden,  dass jedes Connexon einen Zylinder  mit  einer wässrigen Pore im Zentrum 
formt,  der  von  einem  Wall  umgeben  ist,  der  sich  aus  sechs  Proteinuntereinheiten 
zusammensetzt  (MAKOWSKI  et  al.,  1977).   Die  Pore  ist  durchgängig  für  kleinere 
Moleküle bis zu einer Größe von 1 kDalton, wie z.B. Metabolite, Ionen und Second 
Messanger (BRUZZONE et al., 1996a).
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Fig.1: Aufbau der Gap Junctions in schematischer Form, wobei der normale 
interzelluläre Spalt  etwa 20 nm beträgt, der in den Gap Junctions auf etwa 3,5 nm 
verengt ist (aus BRUZZONE et al., 1996 b; nachbearbeitet)
Die  einzelnen   Untereinheiten  heißen  Connexine  (UNWIN  und  ZAMPIGHI,  1980; 
MAKOWSKI, 1988; SOSINSKY et al., 1988; YEAGER und GILULA, 1992; CASCIO et 
al., 1995; UNGER et al., 1997; UNGER et al., 1999). 
Durch  die  Hochdruckflüssigkeitschromatographie  (HPCC)  wurde  deutlich,  dass  es 
Unterschiede in  der  Struktur  der  einzelnen Proteine  gibt,  die  die  Halbkanäle  bilden 
(GROS et al., 1983). Anfangs fand man diese Unterschiede in den Gap Junctions von 
Rattenleber und Rattenherz. Auch die Mikrosequenzierung von der amino-terminalen 
Region  von  Leber-  und  Herzproteinen  ergab  Ähnlichkeiten  und  Unterschiede 
(NICHOLSON et al., 1985). So konnte gezeigt werden, dass Cx43 in der Leber (PAUL, 
1986) und im Herzen (BEYER et al., 1987) der Ratte homologe Sequenzen zu dem 
Cx43 des Menschen und des Rindes aufweist (HEYNKES et al., 1986; KUMAR und 
GILULA, 1986). 
Viele dieser Connexine werden nicht nur in einem Gewebetyp exprimiert, so dass eine 
einheitliche Nomenklatur gefunden werden musste, die die Mitglieder dieser Proteine in 
eine „Familie“ einteilt. Die allgemein gültige Nomenklatur nach BEYER et al. (1987) wird  
hier  zusammenfassend  beschrieben.  Sie  beinhaltet  als  erstes  die  Abkürzung  für 
Connexine: Cx. Dahinter steht die Molekülmasse der Connexine, die herausgefunden 
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wurde,  in  dem  man  die  DNA-Sequenzen  geklont  und  daraus  die  betreffenden 
Connexine wieder synthetisiert hat. So besteht z.B. das Cx43 aus einer Molekülmasse 
von  43  kDalton.  Homologen  Cx  aus  verschiedenen  Organismen  wird  ein  Präfix 
vorangestellt,  um zu zeigen von welcher Spezies sie stammen. Dabei stehen: r=rat, 
ch=chicken, xen=Xenopus, b=bovine, h=human. Connexine mit  einer sehr ähnlichen 
Molekülmasse  werden  mit  einer  Dezimalzahl  weiter  charakterisiert,  so  z.B.  Cx30.1. 
Dieses System gestattet zwar eine eindeutige Identifikation der Connexine, allerdings 
lassen sich nicht  die  funktionellen Ähnlichkeiten einzelner  Connexine miteinander  in 
Bezug  setzen.  So  haben  teilweise  funktionell   homologe  Connexine  zweier 
verschiedener Spezies oft eine unterschiedliche Molekülmasse, z.B. rCx43, bCx44  und 
chCx56.
Eine  alternative  Nomenklatur  wurde  von  RISEK et  al.  (1990)  und  BENNETT et  al.  
(1991) vorgeschlagen, basierend auf zwei Haupt- und Unterklassen,  a oder Typ II und  
b oder Typ I. Diese konnte sich aber nicht durchsetzen.
In  der  vorliegenden  Dissertation  wird  die  heute  allgemeingültige  Nomenklatur  von 
BEYER et al. (1987) benutzt.
Auch  der  Aufbau  der  einzelnen  Connexone  zeigt  Unterschiede.  So  gibt  es 
homomerische  Connexone,  die  aus  sechs  gleichen  Connexinen  bestehen. 
Heteromerische Connexine bestehen aus unterschiedlichen Connexinisotypen. Daraus 
lässt sich ableiten, dass es auch unterschiedliche Kanaltypen geben muss. So gibt es 
homotypische  Kanäle,  die  aus  gleichen  Connexonen  bestehen,  die  wiederum  aus 
gleichen Connexinen gebildet werden. Dazu gibt es heterotypische Kanäle aus zwei  
verschiedenen  Connexonen,  die  aber  jeder  für  sich  nur  aus  einem  Connexin-Typ 
bestehen.  Als  dritte  Variante  ist  noch  der  heteromerische  Kanal  bekannt,  der  aus 
verschiedenen  Connexonen  besteht,  die  aus  verschiedenen  Connexinen  entstehen 
(HOUGHTON, 2005).
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Fig.2: Schematische Darstellung interzellulärer Kanäle aus Connexinen 
(aus HOUGHTON, 2005; nachbearbeitet)
So können verschiedene Connexine miteinander verschiedene Connexone bilden. Aber 
nicht  alle  Connexin-Kombinationen  können  gemeinsam  funktionierende  Connexone 
hervorbringen.  So  ist  z.B.  Cx31  funktionell  nur  in  homotypischer  Konfiguration 
nachweisbar, nicht aber in heterotypischer Kombination mit Cx26, Cx32, Cx37, Cx40, 
Cx43 und Cx45 (ELFGANG et al., 1995). Cx40 hingegen kann funktionelle Einheiten mit 
Cx37 bilden, versagt  aber  bei  der Paarung mit  Cx32,  Cx43,  Cx46 und Cx50.  Cx46  
interagiert mit allen anderen Connexinen, v.a. mit Cx40 (WHITE et al., 1995).
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2.2. Aufbau der Connexine 
Es war möglich, das Genom von 19 Connexine bei der Maus und 20 verschiedenen 
Connexine beim Menschen zu identifizieren (BONDAREV et al., 2001; LU et al., 2002; 
NIELSEN  et  al.,  2002;  WILLECKE  et  al.,  2002).  Diese  Genome  wurden  auf 
verschiedenen Chromosomen entdeckt, wobei es eine Häufung auf dem Chromosom 4 
der  Maus gibt  (HENNEMANN et  al.,  1992),  das dem Chromosom 2 des Menschen 
entspricht.  Gleichzeitig  wurde  herausgefunden,  dass  sich  die  Cx32-Clone 
verschiedener Gewebe bei einer Spezies auch unterscheiden können. So differieren die 
Cx32-Clone der Ratten- oder Mäuseleber von denjenigen der Ischiasnerven und der 
embryonalen Stammzellen (SÖHL et al.,  1996).  Ein genetischer Austausch (linkage) 
wurde  zwischen  Connexinen  beobachtet  die  relativ  unterschiedlich  in  ihrer 
Aminosäuresequenz  sind,  z.B.  zwischen  Cx26  und  Cx46,  Cx31.1  und  Cx37 
(HAEFLIGER et al., 1992). Diese Beziehung zeigt auf, dass eine Genduplikation relativ 
früh in der Evolution der Connexin-Familie vorkommt. 
Obwohl sich die Molekülmasse der Connexine unterscheidet, zeigen sie doch alle einen 
gleichen Grundaufbau. So besitzt  jedes Connexin vier transmembranöse (M1 – M4) 
Domänen, zwei extrazelluläre Schleifen (E1 und E2) und drei zytoplasmatische Anteile. 
Dieses  Modell  wurde  für  die  Connexine  als  zustimmend  erklärt  und  nachgewiesen 
durch  limitierte  Proteolyse,  spezifische  Antikörper  und  künstliche  Glykolisierung 
(ZIMMER et al., 1987; GOODENOUGH et al., 1988; HERTZBERG et al., 1988; MILKS 
et al., 1988; YANCEY et al., 1989; EVANS et al., 1992; DAHL et al., 1994; FALK et al,  
1994;  ZHANG  und  NICHOLSON,  1994).  Für  die  Aufklärung  der  Topologie  wurden 
Cx26,  Cx32 und Cx43 herangezogen,  die  vorher  aus Herz und Leber  von Mäusen 
isoliert worden waren. Das Aminoende (NT), das Carboxyende (CT) und eine Schleife 
(CL) in der Mitte des Proteins sind alle auf der zytoplasmatischen Seite der junktionalen 
Membran  lokalisiert  und  die  extrazellulären  Domänen  an  der  extrazellulären 
Membranoberfläche der junktionalen Zone (ZIMMER et al., 1987; HERTZBERG et al.,  
1988;  MILKS et  al.,  1988;  YANCEY et  al.,  1989;  ZHANG und NICHOLSON, 1994; 
QUIST  et  al.,  2000).   Weiterhin  bestehen  die  Connexine  aus  vier  hydrophoben 
Domänen  mit  einem  Carboxy-terminalen,  hydrophilen  Schwanz.  Drei  hydrophile 
Domänen trennen die hydrophoben Regionen (HEYNKES et al.,  1986; PAUL, 1986; 
BEYER et al., 1987).
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Fig.3: Molekularer Aufbau eines Connexins aus vier transmembranösen Proteinen (M1 
–  M4),  zwei  extrazellulären  Schleifen  (E1,  E2),  drei  zytoplasmatischen  Anteilen, 
bestehend aus einem Aminoende (NT), einer intrazellulären Schleife (CL) und einem 
Carboxyende (CT) (aus BRUZZONE et al., 1996 b; nachbearbeitet)
In den extrazellulären Anteilen, die Schleifen bilden, sogenannte Loops, zeigen sich drei 
Cystein-Anteile  in  einer  konservierten  Sequenz,  d.h.,  sie  sind  in  allen  Connexinen 
vorhanden, nur das rCx31 zeigt eine Abweichung mit  einem anderen Muster in der 
zweiten extrazellulären Schleife (HOH et al., 1991). Die transmembranösen Anteile und 
die sehr kurze zytoplasmatische Portion am N-Terminus sind genetisch gesehen sehr 
gut  konserviert  und  so  bei  jedem  Connexin  identisch,  während  die  extrazellulären 
Schleifen, die intrazelluläre Schleife und das Carboxyende für jedes Connexin in Länge 
und Aminosäurenabfolge einzigartig  ist (BEYER et al., 1990; WILLECKE et al., 1991; 
KUMAR und GILULA, 1992).
Die Cysteinreste formen intramolekulare, aber nicht intermolekulare Disulfidbrücken, die 
zwei extrazelluläre Schleifen verschiedener Connexine miteinander verbinden, z.B. bei 
Cx32  und  Cx43  (DUPONT  et  al.,  1989;  RAHMAN  und  EVANS,  1991;  JOHN  und 
REVEL,  1991).  Es  ist  möglich,  dass  alle  Connexine  in  der  Lage  sind,  solche 
Disulfidbrücken  auszubilden.  Wahrscheinlich  macht  die  Kombination  des  langen 
Carbohydrat-Anteiles  die  Oligomerisation der  Connexine schwierig  und stört  bei  der 
Kopf-zu-Kopf-Interaktion  der  einzelnen Connexone.   So ist  die  zweite  extrazelluläre 
Schleife  (E2)  dafür  verantwortlich,  welche  Connexine  zur  Bildung  heterotypischer 
Kanäle  miteinander   interagieren können  (WHITE et  al.,  1994;  White  et  al.,  1995, 
WHITE und BRUZZONE, 1996).
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Die Pore der Gap Junctions, der eigentliche Kanal, wird von einem Wall umgeben, der 
sich  aus  den  extrazellulären  Anteilen  der  Connexone  ergibt  und  somit  anderen 
Membrankanälen  ähnelt.  Die  Inter-Connexon-Bindungen  entstehen  aus  nicht-
kovalenten Bindungen (GOSHROY et al., 1995). Sie müssen stark genug sein, um den 
Kanal  zum  extrazellulären  Raum  hin  abzuschließen.  Diese  Ähnlichkeiten  lassen 
vermuten, dass es ein einheitliches Design für die Bildung von Membrankanälen gibt 
und  auch  der  molekulare  Mechanismus  zum  Öffnen  und  Schließen  der  Kanäle 
generellen  Regeln  unterliegt  (UNWIN,  1989).  Die  transmembranöse  Region  ist 
verantwortlich  für  die  Aufspannung  in  der  Plasmamembran  und  die  Formung  der 
wässrigen Pore in der Membran. Die drei  Regionen M1, M2 und M4 besitzen viele  
hydrophobe Aminosäurenreste,  wohingegen M3 viele  hydrophile und auch geladene 
Aminosäuren enthält.  Es  kann somit  eine  amphipathische  alpha-Helix  bilden.  Diese 
hydrophile  Seite  scheint  die  Pore  des  Kanals  zu  bilden  (BENETT  et  al.,  1991). 
Andererseits scheint M3 auch essentiell für die Bindung der Connexine untereinander 
bei der Bildung der Connexone zu sein (YEAGER et al., 1998). Strukturstudien haben 
weiterhin herausgefunden, dass Regionen von zwei alpha-Helices den inneren Wall des 
Kanals umsäumen (UNGER et al., 1999).  So besitzen mindestens zwei, wahrscheinlich 
sogar alle vier der Transmembrandomänen eine alpha-helikale Struktur (UNGER et al.,  
1997; YEAGER, 1998).  Unterschiedliche Studien haben gezeigt, dass M1 und M3 bei 
Cx43  die  Pore  umsäumen  (ZHOU  et  al.,  1997)  und  bei  Cx32  zusätzlich  M2 
(SKERRETT et al., 2002). Aufgrund einer anderen Aminosäuresequenz in der zweiten 
extrazellulären Domäne, zeigt das Cx32 einen anderen Aufbau. Dort bilden mehrere 
Aminosäuren eine Pore, die einer beta-Tonne ähnelt (DAHL et al., 1994). Diese Struktur 
wiederum ähnelt der eines Ionen-Kanals (JAN und JAN, 1994; MACKINNON, 1995).
Jedes Gewebe exprimiert mehr als einen Connexin-Typ. Bestimmte Kombinationen von 
Connexinen  werden  in  einem  bestimmten  Gewebe  oder  Zelltyp  koexprimiert.  So 
produzieren viele Epithelien z.B. Cx26 und Cx32 (NICHOLSON et al., 1987; TRAUB et 
al.,  1989; STUTENKEMPER et al.,  1992; MEDA et al.,  1993; KOJIMA et al.,  1995).  
Studien  mit  Hilfe  von  Fluoreszenz-  und  Elektronenmikroskopie  haben gezeigt,  dass 
verschiedene, oft auch mehrere Connexine in derselben Zelle präsent sind. Sogar in 
demselben Gap Junction-Gebiet (NICHOLSON et al., 1987; TRAUB et al., 1989; PAUL 
et al., 1991; SAINIO et al., 1992; GOURDIE et al., 1993; WINTERHAGER et al., 1993; 
RISEK  et  al.,  1994).  Bestätigt  wurde  dies  auch  durch  elektrophysiologische 
Untersuchungen  (SPRAY  et  al.,  1991).  Connexine,  die  in  einer  Zelle  koexprimiert 
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werden,  kann  man  teilweise  im  gleichen  Gap  Junction-Plaque  nachweisen 
(NICHOLSON et al., 1987; TRAUB et al., 1989; DARROW et al., 1995; OKUMA et al.,  
1996; YEH et al., 1998; YAMANAKA et al., 2001; NAGY et al., 2001; HONJO et al.,  
2002) oder auch in verschiedenen Membrananteilen (SPRAY et al., 1991; GUERRIER 
et  al.,  1995).  Schon  MUSIL und GOODENOUGH (1991)  konnten Connexone  auch 
außerhalb der Zell-zu-Zell-Kontakte in der Plasmamembran nachweisen.
Die  Anzahl  der  Connexine  wird  über  post-transkriptionale  Mechanismen  reguliert. 
Connexine können in dem gleichen Zelltyp unterschiedlich reguliert werden. Der gleiche 
Connexin-Typ  kann  wiederum  in  verschiedenen  Zelltypen  unterschiedlich  reguliert 
werden.  Die  meisten  Zelltypen  exprimieren  zwei  verschiedene  Connexine  und  im 
Präzidenzfall  heteromere,  ligandengesteuerte  Kanäle  (JAN  und  JAN,  1990; 
CATTERALL,  1995).  Die  Expression  mehrerer  Connexine  kontrolliert  die 
Durchlässigkeit der Gap Junction-Kanäle über komplexe intermolekulare Interaktionen 
(KOVAL et  al.,  1995).  Gap Junctions sind  im Allgemeinen durchlässig  für  zyklische 
Nukleotide,  Kalzium-Ionen  und  Inositol-Triphosphate  (LAWRENCE  et  al.,  1978; 
MURRAY  und  FLETCHER,  1984;  DUNLOP  et  al.,  1987;  SAEZ  et  al.,  1989a; 
SANDBERG et al., 1992).
Ein  geschichtetes,  verhornendes  Epithel  wie  die  Epidermis,  macht  sich  fünf 
verschiedene Connexine  in  einem komplexen  entwicklungsregulierten Muster   der 
Expression zunutze, das unter verschiedenen Funktionen der einzelnen Stadien variiert 
(RISEK et al.,  1992; BUTTERWECK et al.,  1994a;  GOLIGER und PAUL, 1994 und 
1995; SALOMON et al., 1994). Die Expression der Connexin-Moleküle wiederum steht 
unter transkriptionaler Kontrolle.  Die Connexine variieren in ihrer Funktion mit  ihrem 
physiologischen Stadium und in  den Antworten  auf  rezeptoraktivierten Signalwegen, 
giftigen  Agenzien,  zellulärer  Proliferation  und  Transformation  (SPRAY  et  al.,  1987; 
TRAUB et al., 1987). 
Der  Ort,  an  dem die  Connexine zu  Connexonen oligomerisieren,  ist  abhängig  vom 
Connexin-Typ (MUSIL und GOODENOUGH,  1993; RAHMAN et al., 1993; DIEZ et al., 
1999; MARTIN et al., 2001; DAS SARMA et al., 2002). So setzt sich z.B. das Cx32 im 
Endoplasmatischen  Retikulum  (ER)  oder  im  ER-Golgi-Zwischen-Kompartiment 
zusammen, während das Cx43 im Trans-Golgi-Netzwerk aufgebaut wird (MUSIL und 
GOODENOUGH, 1993; RAHMAN et al., 1993; DIEZ et al., 1999; MARTIN et al., 2001; 
DAS SARMA et al., 2002). Connexone, die aus Cx26 bestehen, können entweder direkt  
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posttranslational in die Plasmamembran eingebaut werden (AHMAD und EVANS, 2002) 
oder sie werden im ER/Golgi-Zwischen-Kompartiment oligomerisiert (DIEZ et al., 1999). 
Auch SOSINSKY (1995) konnte zeigen, dass Cx26 und Cx32 heteromere Connexone 
ausbilden können. Die neu synthetisierten Connexine können über verschiedene Wege 
zur  Plasmamembran  bzw.  ihrem  spezifischen  Ziel  transportiert  werden.  Für  diesen 
Transport  sind  z.B.  beim  Cx32  die  transmembranösen   Proteine,  nicht  aber  die 
zytoplasmatischen Anteile erforderlich (LEUBE, 1995). So werden einige Connexine zu 
den Gap Junction Nexus in zytoplasmatischen Vesikeln (JORDAN et al., 2001) entlang 
der Mikrotubuli (LAUF et al., 2002) transportiert. Dieser Weg kann über die Hemmstoffe 
Brefeldin A, welches das Golgi-Kompartiment spaltet, und Nocodazole, ein Protein, das 
Mikrotubuli spaltet, dargestellt werden (GEORGE et al., 1999; MARTIN et al., 2001). 
Große junktionale Plaques werden durch die Vereinigung kleinerer junktionaler Plaques 
geformt (KISTLER et al., 1993; HOLM et al., 1999).
2.3. Funktion der Connexine
Biochemische und elektrophysiologische Studien haben gezeigt, dass Connexone erst 
in die Plasmamembran außerhalb der „Junctional areas“ transportiert werden, wo sie 
funktionell  zwischen offenen und geschlossenen Zuständen wechseln.   Erst  danach 
fügen sie sich zu den Junktionalen Nexus zusammen (MUSIL and GOODENOUGH, 
1991;  BRUZZONE  et  al.,  1996b).  Zum  Offenhalten  der  Kanäle  kommen 
unterschiedliche  Mechanismen  in  Frage:  Extrinsische  Faktoren,  die  nicht  Teil  des 
Kanals sind, z.B. Adhäsionsmoleküle, Lektine, Lipide, Kalzium-Ionen und andere Ionen, 
oder Intrinsische Faktoren, bestimmte Regionen des Connexin-Moleküls (DAHL et al.,  
1992).
Das  so  genannte  „Gating“  ist  definiert  als  der  rückgängig  zu  machende  Zustand 
zwischen der offenen und der geschlossenen Konfiguration der vorgeformten Kanäle. 
Es  kann  das  Ergebnis  von  nicht-kovalenten  Bindungen  (elektrostatischen,  van-der-
Waalschen-Interaktionen)  oder  kovalenten  (Phosphorylierung)  Bindungen  der 
Kanalstrukturen sein (BRUZZONE et al., 1996b).
Das Öffnen und Schließen der Connexone oder auch der Halbkanäle ist abhängig vom 
umgebenen Milieu und von den Connexinen, aus denen es besteht. So konnte gezeigt 
werden,  dass  z.B.  ein  homomerisches  Connexon  aus  Cx43,  durch  eine  niedrige 
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Kalziumkonzentration  geöffnet  wird.  Wohingegen  es  durch  die  Aktivierung  eines 
Proteinkinase C  abhängigen Schaltweges, der zu einer Phosphorylierung des Cx43 
führt,  wieder  geschlossen wird  (LI  et  al.,  1996;  LIU et  al.,  1997).  Auch nach  einer 
extrazellulären Applikation von verschiedenen Ionen, wie z.B.  Lanthanidkationen, La3+ 
(JOHN et al., 1999; KONDO et al., 2000; CONTRERAS et al., 2002), Gd 3+ (STOUT et 
al., 2002) oder der Behandlung mit Gap Junction-Kanalblockern, wie Octanol, Heptanol, 
Carbenoxolene,  Oleamide,  Halothane  und  bestimmten  Glycerinsäuren,  konnte  das 
Schließen  der  Halbkanäle  beobachtet  werden.  Eine  Hyperpolarisation  der 
Plasmamembran führt  zum Schließen von Connexonen bestehend aus Cx30,  Cx44, 
Cx46, Cx50, Cx56 (EBIHARA und STEINER, 1993; GUPTA et al., 1994; TREXLER et 
al., 1996; VALIUNAS und WEINGART, 2000).
Die Leitung von homomerischen Halbkanälen aus Cx30, Cx32, Cx43, Cx45, Cx46 und 
Cx50 wurde über Spannungsklammern in Zellverbänden oder ausgeschnittenen Patch-
Konfigurationen gemessen (TREXLER et al., 1996; EBIHARA et al., 1999; VALINUAS 
und WEINGART, 2000;  ESKANDARI et al., 2002; VALINUAS, 2002).
Ein  weiterer  Nachweis  für  den  funktionellen  Zustand  von  Connexonen  ist  ihre 
Durchgängigkeit  für  bestimmte  Farbstoffe.  So ist  Cx43  z.B.  durchgängig  für  Lucifer 
yellow, Ethidiumbromid, Carboxyfluorescein, 7-Hydroxycoumarin-3-Carboxylsäure und 
Fura-2  (ELFGANG et al., 1995; LI et al., 1996; LIU et al., 1997; VANOYE et al., 1999;  
KONDO et al., 2000; MANTHEY et al., 2001;  CONTRERAS et al., 2002; PLOTKIN et  
al., 2002; STOUT et al., 2002) und andere kleinere Moleküle, wie NAD+, ATP und IP3 
(BRUZZONE  et  al.,  2001a;  ROMANELLO und  DANDREA,  2001;  ARCUNIO  et  al., 
2002; STOUT et al., 2002). ARCUNIO et al. (2002) konnten auch nachweisen, dass 
Cx32 für ATP durchgängig ist.
Das  Öffnen  der  Halbkanäle  spielt  eine  relevante  Rolle  unter  physiologischen  und 
pathologischen Bedingungen. QUIST et al. (2000) wiesen nach, dass Cx43-Halbkanäle 
das  Zellvolumen  regulieren,  in  Anpassung  an  die  Änderung  der  extrazellulären 
physiologischen Kalziumkonzentration in einer osmotischen Situation.  So würde z.B. 
das  Inhibitions-induzierte  Öffnen  von  Cx43-Halbkanälen  den  Mechanismus 
beschleunigen, der die Zelle zum Absterben führt (CONTRERAS et al., 2002).
Frühere Studien haben simple Regulationsmechanismen gezeigt, bei denen Connexine 
über  eine  Proteinkinase  A  cAMP-abhängig   stimuliert  werden  können  (FLAGG  - 
NEWTON et al., 1981; WIENER und LOEWENSTEIN, 1983; SAEZ et al., 1986) und 
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inhibiert  durch  Kopplung  einer  Proteinkinase  C  ,  einer  Kalzium-Phospholipid-
abhängigen Kinase (YOTTI et al., 1979; DOTTO et al., 1989; BRISETTE et al., 1991). 
Alle untersuchten Connexine, mit Ausnahme des Cx26, sind Phosphoproteine (TRAUB 
et al., 1989; SAEZ et al., 1990; SAEZ et al., 1998; COOPER et al., 2000; LAMPE und  
LAU, 2000).  Cx26 ist  ein nicht-phosphoryliertes  Protein,  das die  Möglichkeit  besitzt,  
verbindende Abläufe zu induzieren (BARRIO et al., 1991). Die erste direkte Connexin-
Phosphorylierung konnte an Cx32 in Hepatozyten nachgewiesen werden (SAEZ et al.,  
1986; TRAUB et al., 1987).
Einige  der  Connexine  werden  vor  dem  Einsetzen  in  die  Plasmamembran 
phosphoryliert.   Andere dagegen werden erst in der Plasmamembran phosphoryliert,  
um  den  Kanal  zu  öffnen  oder  zu  schließen.  Die  spezifische  Phosphorylierung  der 
meisten  Connexine  ist  noch  nicht  aufgeklärt.  Zu  diesen  Phosphoproteinen  gehören 
Cx40,  Cx43,  Cx45,  Cx46,  Cx50,  chCx56 (MUSIL et  al.,  1990a;  LAIRD et  al.,  1991; 
JIANG et al., 1993; BERTHOUD et al., 1994; BUTTERWECK et al., 1994b; LAING et 
al.,  1994).  Bei  Beobachtungen von Farbstoffkopplungen und einzelnen Kanälen von 
Cx26,  Cx43  und  Cx45  zeigt  sich  die  Existenz  von  einer  Connexin-spezifischen 
Regulation mit einzelner Phosphorylierung  und einer positiven Korrelation zwischen 
einer niedrigen Frequenz und einer abnehmenden Permeabilität (KWAK et al., 1995).
Die Antwort  der Kanäle wird durch verschiedene pharmakologische Agenzien, sowie 
extrazelluläre  und  intrazelluläre  Botenstoffe  moduliert.  Wie  die  herkömmlichen 
Ionenkanäle  kann  die  elektrophysiologische  Leitung  der  Connexine  durch  die 
Potenzialdifferenz  zwischen den einzelnen Zellen verändert werden (BRUZZONE et 
al., 1996b). Der Verschluss der Kanäle folgt dem Alles-oder-Nichts-Prinzip (VERSELIS 
et al., 1986).
Chemische Inhibitoren der Connexine scheinen der pH-Wert (TURIN und WARNER, 
1977) und die Kalziumkonzentration im Zytosol (ROSE und LOEWENSTEIN, 1976) zu 
sein. Es ist allerdings noch nicht ganz geklärt, ob die pH-abhängige Durchlässigkeit ein 
selbstständiges  Phänomen  ist  oder  die  Folge  von  der  zytosolischen 
Kalziumkonzentration  (LAZRAK und PERACCHIA,  1993;  PERACCHIA et  al.,  1996). 
Beim Cx43 ist offenbar die Kalziumsensitivität ein intrinsischer Parameter, unabhängig 
vom Zellinhalt und der Zellumgebung. Die meisten Zelltypen haben eine intrazelluläre 
Kalziumkonzentration von 100nM. Verändert sich diese Konzentration im makromolaren 
Bereich,  ist  die  Antwort  eine  physiologische  Stimulierung  der  Zelle  bzw.  der 
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membranständigen  Kanäle  (PIETROBON  et  al.,  1990).  Meist  ist  die  Bindung  an 
Calmodulin, einem einheitlichen Kalziumbindungsprotein, z.B. an Cx32, der Ort an dem 
die  Reaktion  mit  Kalzium stattfindet.  Dieses  ist  direkt  an  das  bestimmte  Connexin 
gekoppelt (HERTZBERG und VAN ELDIK, 1987). Eine andere Möglichkeit ist, dass das 
Kalziumschließsystem  aus  spezifischen  Kinasen  resultiert,  mit  anschließender 
Connexin-Phosphorylierung. Eine Protein-Phosphorylierung ist an Serin, Threonin und 
Tyrosin  möglich  und  ein  gut  charakterisierter  Mechanismus,  bei  dem extrazelluläre 
Signale die Funktion von Ionen-Kanälen abändern können (HILLE, 1992).
Gap junction-Kommunikation ist nicht nur essentiell für den allgemeinen Verbund von 
Zellen  bzw.  deren  Kopplung,  sondern  auch  während  der  embryonalen  Entwicklung 
(BECKER und DAVIS, 1995) vor allem zur Kennzeichnung des embryonal-maternalen 
Signalweges,  bei  dem mütterliche Moleküle schnell  und sicher  zu dem bzw.  in  das 
embryonale  Gewebe  gelangen  (BOWMAN  und  MCLAREN,  1970).  Darüber  hinaus 
müssen  viele  der  verschiedenen  Connexine  schon  im  präimplantierten  Embryo 
exprimiert werden, um ihre koordinierte und schnelle Absonderung bei der Implantation 
sicherzustellen  (HOUGHTON et  al.,  2002).  So  werden  z.B.  Cx31  und  Cx43  in  der  
Blastozyste,  dem  Embryoblasten  und  im  Trophoblasten  exprimiert.  Nach  der 
Implantation  ist  Cx31  in  den  ektoplazentären  Zapfen  und  im  extraembryonalen 
Ektoderm  nachweisbar,  während  Cx43  im  Embryo  und  im  viszeralen  Entoderm 
gefunden wird (DAHL et al., 1996; GRÜMMER et al., 1996). Während der embryonalen 
Entwicklung  sind  die  Connexine  zudem  zuständig  für  das  Zellwachstum,  die 
Differenzierung  von  Zellen  und  deren  Gewebeformation  (BENNETT  et  al.,  1991; 
WARNER, 1992). 
Dabei  erkennt  man  teilweise  eine  selektive  Kommunikation,  bei  der  nur  bestimmte 
Zellen  miteinander  in  Kontakt  stehen  und  Informationen  austauschen.  Dies  konnte 
durch Farbstoffverteilungen in bestimmten Zellen beobachtet werden, bei ungefärbten 
Zellen der Umgebung. So konnten Kommunikationskompartimente zwischen einzelnen 
Zellen auch unabhängig von offensichtlichen makroskopischen Grenzen nachgewiesen 
werden (LO und GILULA, 1979; DE LAAT et al.,  1980; WARNER und LAWRENCE, 
1982; WEIR und LO, 1982; MEDA et al., 1983). 
In welchem Umfang die Zellen miteinander gekoppelt sind, hängt von verschiedenen 
Mechanismen  ab:  Gentranskription,  Stabilität  der  Messenger,  translationale  und 
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posttranslationale  Modifikation  und  von  der  Ansammlung  der  Proteine  in  der 
Plasmamembran (SAEZ et al., 1998). 
Gap  Junctions  werden  von  Hormonen,  Neurotransmittern,  Wachstumsfaktoren  und 
Zytokinen reguliert (STAGG und FLETCHER, 1990; BRUZZONE et al., 1996b; SAEZ et 
al., 1998).
So zeigten elektronenmikroskopische Studien, dass bei dem Abbau von vollständigen 
Gap Junctions  erst  ringförmige Gap Junctions  entstehen,  die  dann  in  lysosomalen, 
multivesikulären Körpern oder  autophagosomalen Kompartimenten abgebaut  werden 
(LARSEN und TUNG,  1978;  MURRAY et  al.,  1981;  LARSEN, 1983;  MAZET et  al., 
1985; PELLETIER, 1988; SEVERS et al., 1989; RISLEY et al., 1992; VAUGHAN und 
LASATER,  1992;  NAUSS  et  al.,  1993;  JORDAN  et  al.,  2001).  Falsch  gefaltete 
Connexine  werden  ins  Endoplasmatische  Reticulum  verschoben  und  dann  von 
Proteosomen abgebaut. Welcher Abbauweg von der Zelle benutzt wird, ist vom Zelltyp 
abhängig,  sowie  von  ihrem  metabolischen  und  pathologischen  Stadium.  Nach 
BENNETT et al.  (1991)  werden Connexine in endozytotische Vesikel  aufgenommen 
und durch Lysosomen abgebaut. Auch ein Abbau über nicht-lysosomale Mechanismen 
scheint  möglich,  z.B.  über Endopeptidasen,  die mit  der Zellmembran assoziiert  sind 
(BARRETT,  1992).  Die  Lebenszeit  der  Connexine  wird  auf  ein  bis  fünf  Stunden 
geschätzt, so dass sie einem regen Stoffwechsel unterliegen (SAFFITZ et al., 2000).
Viele  der  spezifischen  Antikörper  gegen  Connexine  binden  an  Gap  Junctions 
(HERTZBERG und SKIBBENS, 1984). Aber nur wenige sind auch in der Lage, den 
Funktionszustand der Connexine zu ändern. Ein kleiner Teil blockiert die Kanäle und 
verhindert so den Molekültransfer durch die Pore (WARNER et al., 1984; HERTZBERG 
et  al.,  1985;  YANCEY  et  al.,  1989).  Diese  Erkenntnisse  wurden  teilweise  für  
Entwicklungsstudien  genutzt,  in  denen  man  nachweisen  konnte,  dass 
nichtkommunizierende embryonale Zellen meist in der Peripherie liegen und nicht mehr 
an der weiteren Entwicklung teilnehmen. Sie sind dadurch funktionell von den restlichen 
embryonalen Zellen abgetrennt (BECKER et al., 1995). Es hat sich weiterhin gezeigt,  
dass  obwohl  die  Verdichtung  und  die  Gap  Junction  Bildung  in  Embryonen 
eigenständige Ereignisse sind, doch zeitlich miteinander in Beziehung stehen (KIDDER 
et al., 1987). So ist eine gute Gap Junction gesteuerte Kommunikation wichtig für das 
sich  verdichtende  embryonale  Gewebe  bzw.  die  Organogenese  und  somit  für  die 
gesamte embryonale Entwicklung (BECKER und DAVIS, 1995).
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3. Aufbau der Vogelhaut
Das Integument bedeckt die gesamte Körperoberfläche, wobei es vor chemischen und 
physikalischen Umwelteinflüssen und Infektionserregern schützt. Gleichzeitig sitzen in 
seinen  Schichten  z.  B.  zahlreiche  Nervenfasern  für  den  Tastsinn  und  das 
Vibrationsempfinden,  so  dass  die  Haut  auch  das  größte  Sinnesorgan  des  Körpers 
darstellt  (LUCAS  und  STETTENHEIM,  1972;  SALOMON  et  al.,  1993).  Weiterhin 
beinhaltet sie sehr komplexe Anhangsgebilde, wie die Federn. Im Gegensatz zu den 
Säugetieren besitzt die allgemeine Körperdecke der Vögel keine Drüsen. Die Aufgabe 
der Fett- und Talgbildung übernehmen die Keratinozyten, so dass sie auch den Namen 
Sebokeratinozyten  erhalten  haben  (LUCAS,  1980;  WRENCH et  al.,  1980;  WIRTH, 
1993). Bei den Vögeln gibt es federlose Areale (Apteria) und Areale die Federn tragen 
(Pteryla).  Von  ihrem  Grundaufbau  her  sind  die  verschiedenen  Areale  gleich,  doch 
unterscheiden sie sich in der Dicke der einzelnen Schichten.  
Die Haut ist aus der Epidermis als oberster Schichtung, der Dermis (Corium) und der 
Hypodermis (Subcutis) aufgebaut, danach folgt die Muskulatur. Die Epidermis entsteht 
aus dem Ektoderm, Dermis und Hypodermis aus dem Ektomesoderm. 
3.1. Epidermis
Die Epidermis ist ein geschichtetes, verhorntes Plattenepithel, welches aus mehreren 
Schichten besteht. Von den untersten Schichten der Epidermis wandern Zellen an die 
Hautoberfläche, wo sie nach und nach ihre Zellorganellen verlieren und verhornen, so 
dass  sie  die  abschließende  Hornschicht  bilden,  die  im  Laufe  der  Zeit  regelmäßig 
abgeschilfert wird (LUCAS und STETTENHEIM, 1972; FUCHS, 1990).
Die  unterste  Schicht  der  Epidermis  ist  das  Stratum  basale,  welche  durch  die 
Basalmembran von der Dermis getrennt ist. Das Str. basale  besteht aus kubischen, 
säulenförmigen Zellen mit großen, runden, basophilen Kernen (STETTENHEIM, 1974; 
SPEARMAN und HARDY, 1985; WIRTH, 1993) und einem ausgebildeten Cytoskelett 
mit  Keratinfilamenten  (FUCHS,  1990)  im  Randbereich,  die  lockere  Bündel  bilden 
(JUNCUEIRA und CARNEIRO, 1996). Die Zellen verfügen über alle synthetisierenden 
Organellen:  freie  Ribosomen,  Polysomen  für  die  Synthese  von  cytoplasmatischen 
Proteinen, endoplasmatisches Retikulum (ER) und einen dürftig  ausgebildeten Golgi 
Apparat  (JUNCUEIRA  und  CARNEIRO,  1996).  Die  Zytoplasmamembranen  der 
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benachbarten  Zellen  sind  miteinander  verzahnt  und  werden  durch  Desmosomen 
zusammengehalten  (MATOLTSY,  1969;  SPEARMAN,  1980;  MENON  et  al.,  1981, 
1986).  Die  Verbindung  der  Basalzellen  mit  der  Basalmembran  wird  über 
Hemidesmosomen  und  feine,  knöpfchenartige  Fortsätze  (Wurzelfüßchen)  hergestellt 
(JANQUEIRA und CARNEIRO, 1996).  Das Str.  basale besteht immer nur aus einer 
Zelllage (LUCAS und STETTENHEIM, 1972).  
Daraufhin  folgt  das  Stratum  intermedium mit  zwei  bis  drei  Zellschichten  aus 
polygonalen Zellen mit runden, basophilen Kernen, die an den Enden abgeflacht sind 
und so spindelförmig erscheinen (LUCAS und STETTENHEIM, 1972, WIRTH, 1993). 
Mit diesen Zellausläufern stehen die einzelnen Zellen über Desmosomen untereinander 
in Kontakt und bilden so ein dreidimensionales Netzwerk aus (FRANKE et al., 1987). 
Die suprabasalen Spinalzellen sind postmitotisch, aber immer noch metabolisch aktiv. 
So bilden sie mehrere Keratine, die gleichmäßig verteilt im Plasma liegen und sich in 
der Peripherie über die Desmosomen verbinden (MENON et al., 1981; FUCHS, 1990). 
Des Weiteren laufen feine Aktinfilamente an der verdickten Plasmamembran neben den 
Desmosomen zusammen (KOECKE, 1968).  Im Stratum intermedium zeigt  sich eine 
hohe  Syntheseaktivität.  Im  Randbereich  der  Zellen  lässt  sich  mikroskopisch 
Keratohyalin  erkennen.  Diese Einlagerungen vergrößern sich auf  ihrer  Reise an die 
Hautoberfläche  und  nehmen  dabei  eine  unregelmäßige  Form  an,  so  dass  sie  von 
MATOLSTY (1969) als Keratohyalingranula beschrieben werden, die den Prozess der 
Verhornung beschreiben (KÜNZEL, 1990).  Es folgt  das  Stratum transitivum, dessen 
Zellen zunehmend vakuolisiert und abgeflacht sind (LUCAS und STETTENHEIM, 1972; 
NICKEL et al., 1992). Diese Zellen sind eine Art Skelettzellen, die neben vielen Bündeln 
von Keratinfilamenten zunehmend Lipidvesikel enthalten. Ein Kalzium-Einstrom, der die 
epidermalen Transaminasen aktiviert, macht die Zellen permeabel (FUCHS, 1990).  Die 
Zellorganellen, wie Mitochondrien und das Endoplasmatische Retikulum degenerieren 
mit zunehmender Entfernung zu der Basalzellschicht (MENON et al., 1981). Es zeigen 
sich allerdings noch freie Ribosomen und ein glattes Endoplasmatisches Reticulum mit 
ausgeprägten Tubulisystem (MATOLSTY, 1969). Dieses zeigt eine Verbindung zu den 
Lipidtropfen,  die  im weiteren Verlauf  immer mehr  ineinander  fließen und schließlich 
exocytotisch an den interzellulären Raum abgegeben werden. 
Nach dem Stratum transitivum folgt das Stratum corneum, die Hornschicht, in der die 
Zellen immer flacher werden und so terminal differenzierte Keratinozyten darstellen, die 
nur noch durch die interzellulären Lipide zusammengehalten werden (FUCHS, 1990). 
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Des Weiteren schilfern diese Zellen einzeln oder in kleinen Zellverbänden ab und legen 
dabei das interzelluläre Fett frei, das dann auf Haut und Gefieder als sehr feiner Fettfilm 
verteilt  wird  (SPEARMAN,  1983;  SPEARMAN  und  HARDY,  1985;  WIRTH,  1993). 
Auffallend  ist,  dass  in  gefiederten  Regionen  die  Hornlamellen  meist  sehr  locker 
angeordnet sind (STETTENHEIM, 1974; MENON et al., 1981). Die Keratinozyten bilden 
verschiedene Keratine. Die der Haut bilden das weiche Alpha-Keratin und die der Feder  
das härtere Beta-Keratin (JANQUEIRA und CARNEIRO, 1996; PRIN und DHOUAILLY, 
2004). Auch sind für die Entwicklung der Keratinozyten Kalzium und Retinoide wichtig.  
Wenn Retinol nicht vorhanden ist, sieht man in der Kultur frühzeitig morphologische und 
biochemische  Charakteristika  der  terminalen  Differenzierung  (FUCHS  und  GREEN, 
1981).  Weiterhin  konnte in der Kultur  beobachtet  werden,  dass in Anwesenheit  von 
wenig  Retinol  und  einer  hohen  Konzentration  an  Kalzium  zwar  viele  Basalzellen 
produziert  werden,  die  nach  ein  bis  zwei  Zellschichten  anfangen  zu  schuppen, 
wohingegen  nur  wenige  Zellen  des  Stratum  intermedium  und  des  Str.  transitivum 
gebildet werden. Die Differenzierung in der Kultur ist zudem effektiver und schneller, 
wenn die Epidermis ihre Nährstoffe durch Diffusion über die Dermis erhält, auch wenn 
diese keine natürliche ist, als wenn sie die Nährstoffe direkt aus dem Medium entnimmt 
(ASSELINEAU et  al.,  1986).  Vitamin D fördert  zum Beispiel  die  Differenzierung der 
Basalzellen  der  Epidermis,  hemmt  aber  weitere   Zellteilungen  (JUNQUEIRA   und 
CARNEIRO, 1996). Ein Keratinozyt bekommt seine terminale Differenzierung letztlich 
aus einer Konsequenz von biochemischen Stadien und deren Balance. Ob dies aktiv 
oder passiv geschieht, ist  noch nicht endgültig geklärt (FUCHS, 1990). 
3.2. Basalmembran
Die  Basalmembran  grenzt  die  Epidermis  zur  Dermis  hin  ab.  So  ist  die  Epidermis 
funktionell getrennt und strukturell doch verbunden. Die Epidermis ist über kleine basale 
Zellmembranausziehungen  (Wurzelfüßchen),  und  meist  durch  Hemidesmosomen  an 
der  Basalmembran  und  diese  wiederum  an  der  Dermis  befestigt  (WIRTH,  1993; 
JUNQUEIRA und CARNEIRO, 1996). Die Basalmembran besteht aus drei Schichten. 
Die  oberste  Schicht,  zur  Epidermis  hin,  die  Lamina  lucida,  verbindet  über 
Hemidesmosomen die basalen Epidermiszellen mit der extrazellulären Matrix. Darunter 
folgt die Lamina densa, die aus einem Kollagen-IV Netzwerk besteht. Gefolgt durch die 
Lamina fibroreticularis, die die Basalmembran zur Dermis hin begrenzt. Von ihr gehen 
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Mikrofibrillen  (Ankerfilamente)  senkrecht  von  der  Oberfläche  in  die  Dermis 
(BAUMGÄRTNER,  1993;  WIRTH,  1993;  JUNQUEIRA  und  CORNEIRO,  1996).  Die 
Basalmembran wird zum größten Teil vom Epithel aus synthetisiert (DODSON, 1967), 
ein kleiner Anteil kommt von den Fibroblasten/Fibrozyten der Dermis (SENGEL, 1976). 
Sie  stellt  eine  selektive  Barriere  dar  und  besitzt  Einfluss  auf  den  Stoffwechsel 
benachbarter Zellen, somit auch auf die Aktivierung der Differenzierung der Epidermis. 
3.3. Dermis (Corium)
Die  Dermis  liegt  zwischen  Epidermis  und  der  Hypodermis  (Subcutis)  direkt  der 
Basalmembran an. Die Dermis determiniert und stabilisiert die Epidermis. In ihr liegen 
die  Gefäße  (und  die  Nervenendigungen),  die  die  Epidermis  verfolgen.  Sie  bilden 
Kapillarschleifen,  die  bis  zur  Basalmembran  der  Epidermis  laufen,  aber  nie  in  die 
letztere hineinragen (WIRTH, 1993). 
Die Dermis zeigt bei den Vögeln eine andere Schichtung, als bei den Säugetieren, wo 
sie aus einem Stratum papillare und einem Stratum reticulare besteht. Bei Vögeln ist die 
Dermis dagegen viel differenzierter strukturiert, d.h. sie wird in ein Stratum superficiale 
dermi  und  ein  Stratum  profundum  dermi  unterteilt,  welches  weiter  in  ein  Stratum 
compactum dermi,  ein  Stratum laxum dermi  und ein  Stratum musculo-elasticum zu 
differenzieren  ist;  es  folgt  eine  Lamina  elastica  derma,  die  die  Dermis  von  der 
Hypodermis abgrenzt (LUCAS und STETTENHEIM, 1972).
Die Dermis ist u. a. für die Reißfestigkeit der Haut, die Regulierung des Hautturgors, die 
immunologischen Abwehr und die Thermo- – und Kreislaufregulation zuständig. Des 
Weiteren  stellt  sie  mit  ihrer  Vielzahl  an  Nervenendigungen  und  Einlagerungen  von 
Rezeptororganen das größte Sinnesorgan des Körpers dar. In der Dermis sind auch die 
Hautanhangsgebilde, d. h. bei Vögeln die Federn verankert, wobei der Follikel bis in die  
Hypodermis reicht (MEYER und BAUMGÄRTNER, 1998). Die Federfollikel werden in 
der  Dermis  bandförmig  miteinander  verbunden,  so  dass  eine  Bewegung  in  alle 
Richtungen  miteinander  möglich  ist  (OSTMANN  et  al.,  1963;  JENKINSON  und 
BLACKBURN, 1968; DORTSCHY, 2004). Auch übt die Dermis eine induktive Wirkung 
auf die Epidermis aus und beeinflusst so ihre Morphogenese (DODSON, 1967). Sie 
reguliert  die  epidermale  Proliferation  und  Differenzierung.  Die  Verhornung  der 
Epidermis allerdings ist ein autonomer Prozess, d.h. er ist unabhängig von der Dermis. 
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Der Aufbau der  unterschiedlichen Schichten ist  von der  Körperregion abhängig und 
beim Vogel auch davon, ob die Haut in einem federlosen Gebiet (Apteria) oder in einem 
befiederten  Gebiet  (Pteryla)  liegt.  So  sorgt  allgemein  der  Anteil  der  an  elastischen 
Fasern im Stratum laxum dermi  für  die  Flexibilität  der  Haut  (STETTENHEIM,  1974; 
SPEARMAN  und  HARDY,  1985).  MEYER  et  al.  (1989)  konnten  zeigen,  dass  das 
Stratum laxum in befiederter Haut wenig ausgeprägt ist, mit wenig Kapillaren, die sich 
auf die Federfollikel konzentrieren und dazwischen nur vereinzelt zu finden sind.  Auch 
wenn die Haut  in federlosen Gebieten insgesamt dicker ist als in befiederten Arealen.
3.4. Hypodermis (Subcutis)
Die Hypodermis besteht aus einem Stratum superficiale und einem Stratum profundum, 
darunter  folgen  die  Fascie  und   die  Skelettmuskulatur.  Die  Hypodermis  enthält 
überwiegend  lockeres  Bindegewebe  mit  eingelagerten  Fettgewebsläppchen  (PASS, 
1989). Dazwischen liegen Fasern von quergestreifter Skelettmuskulatur, die am Skelett 
oder an dessen Muskeln befestigt sind und die Hautspannung regulieren (SALOMON et 
al., 1993) und als Verschiebeschicht dient.
3.5. Apteria - Aufbau der federlosen Areale
Der  Aufbau  der  federlosen  Haut  wird  am  Beispiel  der  postauriculären  Apteria 
beschrieben, die den anderen federlosen Arealen ähnelt (LUCAS und STETTENHEIM, 
1972).  Das  Stratum  germinativum  besteht  meist  aus  drei  Zelllagen.  Das  Stratum 
superficiale dermi umfasst 1/3 der gesamten Dermis, wobei das Stratum profundum 2/3 
der  Dermis  einnimmt  und  die  Blutgefäße,  Nerven,  glatten  Muskelfasern  und  das 
Fettgewebe beinhaltet (LUCAS und STETTENHEIM, 1972). Die Nervenfasern umgeben 
vor allem im Stratum laxum die Blutgefäße und werden von glatter Muskulatur begleitet. 
Je nach Region zeigt diese Schicht eine unterschiedliche Dicke. Insgesamt haben die 
Vögel weniger hypodermales Fettgewebe als die Säugetiere, weil die Dunenfedern für 
die Thermoregulation zuständig sind und den Körper sehr gut isolieren (LUCAS und 
STETTENHEIM,  1972).  Die  Hypodermis  besteht  beim  Hühnchen  vor  allem  aus 
kollagenen Fasern, Blutgefäßen sowie Nervenfaser und ist je nach Alter des Tieres und 
Körperregion unterschiedlich dick.
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Weitere federlose Areale unterscheiden sich nur in wenigen histologischen Merkmalen 
von der postauriculären Apteria. So weisen die federlosen Areale an der Brustregion 
insgesamt viele glatte Muskelzellen mit elastischen Sehnen auf. Diese werden auch als 
federlose Muskeln bezeichnet und bilden die Hautmuskulatur. Die Epidermis besitzt ein 
deutliches Stratum basale und ein mehrschichtiges Str. intermedium. Die Dermis zeigt 
im  Stratum  superficiale  eher  dichtes  Gewebe,  welches  im  Stratum  profundum  von 
lockerem  Gewebe  abgelöst  wird,  in  dem  sich  Kapillaren,  kollagene  Fasern  und 
Fettgewebe erkennen lassen. Das Stratum laxum mit Hautmuskelzellen, Blutgefäßen 
und  Nervenzellen  ist  eher  locker  aufgebaut.  Das  Stratum  musculo-elasticum  bildet 
keine einheitliche Schicht (LUCAS und STETTENHEIM, 1972). Die Hypodermis ist in 
diesem Bereich dicker als die Dermis. In der lateralen Beckenregion ist die Haut wie in  
der Brustregion aufgebaut, mit Hautmuskelfasern im Stratum laxum. In der federlosen 
lateralen Halsregion liegen keine Muskelfasern, auch nicht um die Gefäße, so dass das 
Stratum laxum aus lockerem Bindegewebe besteht und die letzte Schicht mit größeren 
Arterien und Venen vor der Dermis bildet.  In der lateralen schwanzwärtigen Apteria 
zeigen sich wieder Hautmuskelzellen mit einem auffällig breitem Stratum superficiale 
bei einer schmalen Hypodermis (LUCAS und STETTENHEIM, 1972).
3.6. Pteryla – Aufbau der befiederten Areale
In der befiederten Haut, der Pteryla, liegen die Federfollikel in der Dermis (LUCAS und 
STETTENHEIM, 1972) und reichen teilweise bis zur Hypodermis hinab (MEYER et al.,  
1989).  Die  Follikel  sind  von  Muskulatur,  Fettgewebe,  lockerem  Bindegewebe, 
Blutkapillaren  und  größeren  Blutgefäßen  sowie  Nervengewebe  umgeben;  dort  sieht 
man weiter eine dicke Lamina elastica. Direkt unterhalb der Epidermis liegt eine dichte 
Schicht  aus  kollagenen  Faserbündeln  und  darunter  die  Federfollikel.  Weiterhin 
verlaufen  die  Kapillaren  in  der  Dermis  parallel  zur  Epidermis  und  bilden  so  eine 
Grenzlinie  zwischen  dem  Stratum  superficiale  und  dem  Stratum  profundum.  Dabei 
liegen diese beiden Schichten in der Nähe der Federfollikel so dicht aneinander, dass 
sie  als  eine  Schicht  erscheinen  und  dort  als  Stratum  laxum  bezeichnet  werden. 
Umgeben  wird  der  Federfollikel  aus  lockerem  Bindegewebe  mit  vielen  Fettzellen 
(LUCAS und STETTENHEIM, 1972).
Die Follikel der Fadenfedern haben keine eigenen Federmuskeln, liegen oft im Stratum 
superficiale dermi und sind von kompaktem Bindegewebe umgeben. Gleichzeitig liegen 
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sehr viele Kapillaren und kleine Ansammlungen von plurivesikulären Fettzellen um die 
Fadenfedern herum. 
Die Federmuskulatur an sich setzt über Sehnen am Federfollikel an und ist umgeben 
von  Kapillaren  und  kleineren  Gefäßen.  Das  Gewebe  zwischen  den  einzelnen 
Muskelbündeln ist ausgefüllt mit uni- und  plurivesikulären Fettzellen, so dass sich die 
Federn  über  die  Follikel  in  alle  Richtungen  frei  bewegen  können  (LUCAS  und 
STETTENHEIM, 1972).
3.7. Embryonale Entwicklung
Nach LUCAS und STETTENHEIM (1972) ist  ab dem Stadium 20 HH, etwa dem 2. 
Entwicklungstag,  am  Hühnerembryo  eine   „Epidermis“  erkennbar,  die  den  Embryo 
gegen die umgebenden Gewebe abgrenzt. Diese embryonale Epidermis geht direkt aus 
dem  Ektoderm  hervor  und  besteht  zu  diesem  Zeitpunkt  aus  einer  Schicht,  dem 
Periderm. Zu diesem Zeitpunkt sind hier noch Mitosen erkennbar. Ab dem Stadium 21 
HH, etwa dem 3,5. Entwicklungstag, bildet sich langsam eine Basalmembran, die das 
Periderm  von  dem  darunterliegenden  Dermatom  abgegrenzt,  welches  aus 
Ektomesoderm gebildet wird (WIRTH, 1993). In der weiteren Entwicklung zeigen sich in 
der Silberimprägnierung ab dem Stadium 24 – 25 HH, etwa dem 4. Entwicklungstag,  
argyrophile Granula in der Basalschicht mit einer schwarz versilberten äußeren Schicht.  
D.h., jetzt bildet sich langsam eine weitere epidermale Schicht, das Stratum basale. In 
den nächsten Stadien sind zunehmend Mitosen im Stratum basale sichtbar (WIRTH, 
1993).  Die ersten Kollagenfasern in  der sich differenzierenden Dermis sind ab dem 
Stadium  29  –  30  HH  nachweisbar,  wobei  bis  zum  Stadium  39  HH  ausschließlich 
Kollagen Typ I gebildet wird. Erst ab dem Stadium 40 – 41 HH kann auch Kollagen Typ 
III  nachgewiesen  werden  (WIRTH,  1993).  Ab  dem  Stadium  31  –  32  HH,  dem  7. 
Entwicklungstag,  sind in  der  Hypodermis  Myoblasten  sichtbar.  Weiterhin  bilden sich 
Bindegewebspapillen,  die  an  der  Haut  als  Zeichen  der  Federanlagen  hervortreten 
(WIRTH, 1993). Die Epidermis bleibt weiterhin zweischichtig und zeigt ab dem Stadium 
36 HH, dem 10. Entwicklungstag, eine deutliche Abflachung. Ab diesem Stadium ist im 
Bereich des Flügels erstmals eine Dreischichtigkeit der Epidermis erkennbar, d.h., sie 
besteht aus einem Stratum basale mit vielen Mitosen, einem Stratum intermedium und 
dem Periderm. In der darunterliegenden Dermis sind Blutgefäße und Nervengeflechte 
sichtbar.  Die  Hypodermis  zeigt  viele  Fibroblasten,  Faserelemente  und  kleinere 
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Blutgefäßen (WIRTH, 1993). Ab dem Stadium 38 HH, dem 12. Entwicklungstag, sind in 
der  dreischichtigen  Epidermis  in  allen  Epidermiszellen  argyrophile  Granula  zu 
erkennen.  Nun  ist  auch  im  gesamten  Embryo  eine  vollständige  Basalschicht 
nachweisbar  (LUCAS  und  STETTENHEIM,  1972).  In  der  Dermis  zeigt  sich  ein 
Gefäßplexus aus Kapillaren ohne eindeutiges Endothel. Im Gegensatz dazu ist bei den 
kleinen Gefäßen in der Hypodermis ein Endothel erkennbar. Ab dem Stadium 39 HH, 
etwa dem 13. Entwicklungstag, zeigt sich eine erhöhte Mitoserate im Stratum basale 
und die Anzahl der Schichten im Stratum intermedium nehmen zu. Langsam beginnt die 
Verhornung  des  Epithels,  wobei  das  Periderm  abschilfert  und  nun  vom  Stratum 
corneum ersetzt  wird.  Die  Federanlagen  sinken  langsam in  die  Dermis  ab  und  es 
zeigen sich erste Myoblasten für die späteren Federmuskeln. Dieses ist ein fließender 
Übergang und nicht in allen Hautarealen zur gleichen Zeit sichtbar (WIRTH, 1993). Im 
Stadium 40/41 HH, etwa  dem 14./15.  Entwicklungstag,  wird  die  Epidermis drei-  bis 
vierschichtig.  Das  Stratum intermedium nimmt  an  Schichten  zu  und  es  bilden  sich 
spindelförmige Zellen, wie im Stratum intermedium der Säugetierepidermis. Erstmals 
erscheinen in der Dermis Kollagenfasern des Kollagen Typs III. Auch treten die ersten 
elastischen Fasern auf, v.a. im Stratum compactum, beginnend in der dorsalen Haut; 
dazu  entsteht  jetzt  das  Stratum  laxum.  Die  Federmuskulatur,  die  den  Federfollikel 
umgibt,  wird  langsam deutlicher  und  kann   lichtmikroskopisch  gut  erkannt   werden 
(WIRTH, 1993).  Im Stadium 42 HH, dem 16. Entwicklungstag, sind in der Epidermis in 
manchen Regionen bis  zu fünf  Schichten nachweisbar.  Das Periderm wird  nun fast 
überall  vom  Stratum  corneum  abgelöst.  Bis  zum  Stadium  45  HH,  etwa  dem  19.  
Entwicklungstag,  weist  die  Epidermis  bis  zu  vier  Schichten auf,  wobei  das Stratum 
corneum weitere zwei bis drei abschilfernde Zelllagen zeigt. 
Gleichzeitig mit den Hautschichten entwickeln sich die Federfollikel, wobei die Dermis 
eine induktive Wirkung auf die Epidermis offenbart und dadurch deren Differenzierung 
beeinflusst (FLAXMAN, 1972). 
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Fig.4: HE, Hühnerembryo 5. Entwicklungstag, Stadium 26/27 HH, Objektivvergrößerung 40fach; 
Periderm über dem Stratum basale, welches der Basalmembran aufliegt.
Fig.5: HE, Hühnerembryo 10. Entwicklungstag, Stadium 36 HH, Objektivvergrößerung 20fach; 
Stratum basale  mit  hochprismatischen  Zellen,  der   Basalmembran aufliegend,  Periderm mit 
flachen Zellen. In der Dermis bilden sich  Blutgefäße.
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Fig.6: HE, Hühnerembryo 14. Entwicklungstag, Stadium 40 HH, Objektivvergrößerung 40fach; 
Mehrschichtige Epidermis bestehend aus dem Periderm, einem frühen Stratum
intermedium und einem Stratum basale. Die Dermis und Hypodermis sind klar trennbar,
an deren Grenze sich vermehrt Blutgefäße zeigen.
Fig.7: HE, Hühnerembryo 17. Entwicklungstag, Stadium 43 HH, Objektivvergrößerung 40fach; 
Es zeigt sich in der Epidermis jetzt eindeutig ein Stratum corneum und ein 
Stratum transitivum.
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4. Feder und Federfollikel
Das  Gefieder  spielt  eine  Schlüsselrolle  im  Temperaturhaushalt  der  Vögel,  der 
Biomechanik  des  Fliegens  und  der  Kommunikation  mit  Artgenossen  und  anderen 
Tieren.  Je  nach  Spezies  besitzt  ein  Vogel  20000  bis  80000  Federn.  Es  gibt 
verschiedene  Federtypen,  die  bei  jedem  Vogel  vorhanden  sind  und  sich  im 
unterschiedlichen Alter der Tiere auch unterscheiden können (STARCK, 1989). 
So  kommen  Nestflüchter,  zu  denen  auch  unsere  Haushühner  gehören,  mit 
vollständigem  Federkleid  zur  Welt.  Dieses  Gefieder  ist  das  so  genannte 
Schlüpfungsgefieder (Neoptil). Es zeigt den Aufbau von Dunenfedern mit ringförmiger 
Schaftanlage (Spule) und von ihr ausgehende Barbae (Rami) und Barbulae (Radii). Sie 
stellen allerdings die erste Generation der Konturfedern dar, die sich dunig entwickeln. 
Die echten Dunen sind embryonal in eigenen Keimen angelegt und beteiligen sich nie 
an  der  Bildung  des  Neoptilgefieders.  Die  Aufgabe  des  Neoptilgefieders  ähnelt 
derjenigen  der  adulten  Konturfedern.  So  sind  sie  für  die  Thermoregulation,  den 
Verdunstungsschutz  und  je  nach  Farbgebung  für  die  Tarnung  zuständig  (STARCK, 
1989). 
Zur Unterscheidung der verschiedenen Federtypen führten LUCAS und STETTENHEIM 
(1972) eine Nomenklatur ein, die von SAWYER et al. (1986) übernommen wurde:
1.  Konturfedern: Sie  bestehen aus den Deckfedern (Tectrices),  den Schwungfedern 
(Remiges), auch Flugfedern genannt, und den Steuerfedern (Rectrices), oft auch als 
Schwanzfedern bezeichnet (YU et al., 2004). Die Konturfedern sitzen an der gesamten 
Oberfläche  und  dienen  durch  ihre  Färbung  der  Tarnung  und  intraspezifischen 
Kommunikation (v.a.  die am distalen Rumpfanteil),  dem Schutz vor Feuchtigkeit,  der 
Thermoregulation (v.a. die am proximalen Anteil des Vogelkörpers) und verleihen dem 
Körper  die aerodynamische Form. 
Die  Schwungfedern  und  Steuerfedern  dienen  dem  Flug  und  der  Lokomotion.  Bei 
manchen Vogelarten auch der Kommunikation und zeigen so die Stimmung des Vogels 
an. Die Konturfedern sind bilateral symmetrisch. Nach WIDELITZ et al. (2003) besitzen 
auch einige Flugfedern diesen bilateral symmetrischen Aufbau.
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2.  Dunenfedern: Als  erste  Federgeneration  finden  sich  bei  den  meisten  Vögeln  so 
genannte Nestlingsdunen, die noch keine spezifische Struktur zur Bildung einer Fahne 
aufweisen. Die Hauptaufgaben sind diejenige der Thermoregulation und der Tarnung, 
wobei die Aerodynamik noch im Hintergrund steht. Die Nestlingsdunen entwickeln sich 
allerdings aus  Deckfederanlagen (YU et al., 2004). 
Die Dunen der adulten Vögel weisen einen kurzen bis sehr kurzen Schaft auf und sitzen 
mit ihren Federästen oft direkt der Federspule auf. Ihr Aufbau ist radial symmetrisch. 
Die Dunen werden fast  vollständig  von Deckfedern eingeschlossen und bilden eine 
isolierende  Luftschicht  und  sind  somit  für  die  Thermoregulation  zuständig.  Weitere 
Dunenfedern sind die Bürzeldunen und bei einigen Arten die Puderdunen. Dabei wird 
an den Bürzeldunen vom Schnabel  ein fettiges Sekret  aufgenommen und über das 
gesamte  Gefieder  verteilt.  Die  Puderdunen  zeigen  keine  Federstruktur  mehr.  Sie 
generieren in ihrer Gesamtheit und sorgen so für eine kontinuierliche Produktion von 
Federpuder.  
3. Halbdunen:  Der Aufbau ähnelt dem der Dunen, doch ist ihr Schaft deutlich länger als 
die längsten Federäste. Vermutlich dienen auch sie der Thermoregulation. 
4.  Borstenfedern: Sie  entstehen  aus  einem meist  sehr  kurzem,  breiten  Schaft  und 
dienen je nach Ort  ihres Vorkommens im Bereich der Augen und Nasenöffnung als 
Schutz vor Verschmutzungen. Bei manchen Arten in der Nähe des Schnabels auch als  
Tastorgan.
5. Fadenfedern: Sie sind immer mit Konturfedern assoziiert und besitzen einen langen, 
dünnen  Schaft,  der  an  seinem  terminalen  Ende  einige  kurze  Federäste  trägt.  Sie 
scheinen als  Rezeptoren für feine Vibrationen und somit der Erkennung der Stellung 
von benachbarten Konturfedern zu dienen.
Einige kategorisieren die Federn nach ihrem Zeitpunkt der Entstehung. So gibt es die 
„Kükenfedern“,  neoptile  Federn,  auch  als  „Schlüpfungsgefieder“  bezeichnet,  die 
vollständig während der embryonalen Entwicklung gebildet werden und mit denen die 
Küken  schlüpfen.  Danach  folgt  das  „Jugendgefieder“,  auch  als  teleoptile  Federn 
bezeichnet. Diese werden nach der ersten Phase der Federn gebildet (DHOUAILLY, 
1970; YU et al., 2004). Andere Autoren unterteilen die ersten drei Generationen der 
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Federn in das Geburts-, Jugend- und erstes Basisgefieder (HUMPHREY und PARKES, 
1959).  
4.1. Aufbau der Feder
Der Aufbau der Feder wird am Beispiel einer Konturfeder beschrieben. Sie besteht aus 
einem  langen  und  festen  Federkiel  (Scapus),  der  einem  distal  befiederten  Schaft 
(Rachis)  und eine proximale, unbefiederte Spule (Calamus) besitzt. An der Spule gibt 
es zwei Öffnungen, einen oberen Nabel (Umbilicus  superior), der Schaft und Spule  
trennt, und einen unteren Nabel (Umbilicus inferior), der die Spule am unteren Ende 
zum  Follikel  hin  abgrenzt.  Die  Spule  ist  eine  verhornte  Röhre,  die  im  Laufe  der 
Entwicklung mit mehreren Hornlamellen verschlossen wird. Diese Hornlamellen werden 
in ihrer Gesamtheit als Federseele bezeichnet und entstehen beim Zurückziehen der 
Pulpa  während  des  Austritts  der  Feder  und  deren  Wachstum  (LUCAS  und 
STETTENEIM,  1972;  BAUMGÄRTNER,  1993).  Durch  den  unteren  Nabel  treten 
während  der  Entwicklung  die  Pulpagefäße  ein,  die  zur  Versorgung  der  sich 
entwickelnden Feder notwendig sind und an deren Formgebung teilhaben. Die Pulpa ist 
bei einer ausgewachsenen Feder vertrocknet. So stellen ausgewachsene Federn tote 
Gebilde dar,  die einmal jährlich gewechselt  werden müssen,  da sie dann abgenutzt 
sind. Der Schaft wird während der Entwicklung aus verschiedenen Zellen aufgebaut, 
einmal  aus  den  Zellen,  die  im  Mark  sitzen,  mit   großem  Lumen,  die  nur  an  den 
Zellwänden keratinisiert  werden und  aus Zellen, die  vollständig verhornen und das 
Mark wie eine Rinde (Cortex) umschließen.                                   
Der  Schaft  trägt  die  Federfahne  (Vexillum),  die  sich  aus  zahlreichen  Federästen 
(Barbae) und den daran ansetzenden Federstrahlen (Barbulae) zusammensetzt.  Die 
Federstrahlen  werden  in  Bogenstrahlen  (Barbulae  proximales)  und  Hakenstrahlen 
(Barbulae  distales)  unterteilt  (LUCAS und  STETTENHEIM,  1972;  BAUMGÄRTNER, 
1993). An den Hakenstrahlen sitzen feine Häkchen, die sich mit den Bogenstrahlen des 
benachbarten Federastes verbinden und somit die notwendige Steifheit und Festigkeit 
der Federfahne herstellen. Dabei weisen die Bogenstrahlen eine längere Basis auf als 
die  Hakenstrahlen  und  haben  einen  verdickten  dorsal  umgebogenen  Rand  (Arcus 
dorsalis),  in  den  die  Haken  der  Hakenstrahlen  einhaken  können  (LUCAS  und 
STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993).
36
Fig.8: Konturfeder eines Wellensittichs (Melopsittacus undulatus)
1 Federäste, 2 Innenfahne, 3 Federschaft, 4 Federspule, 5 freie, dunige Federäste, 6 oberer 
Nabel, 7 unterer Nabel
Dieser  Teil  der  Feder  wird  auch  als  Pars  pennacea  bezeichnet.  An  der  Basis  des 
Schaftes wiederum sitzen an einigen Konturfedern beiderseits daunenartige Federäste 
(Pars plumacea).                                
Die Art der Feder ist determiniert über die Kombination der Anzahl, Größe und Form 
des Schaftes, sowie der Federäste und Federstrahlen mit unterschiedlichen Stufen der 
Symmetrie  und Asymmetrie.  Die Länge der  Feder  ist  abhängig von der  Länge des 
Schaftes und  der Länge der anagenen Phase im Federzyklus (WIDELITZ et al., 2003).  
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Der  Typ  der  Feder  ist  durch  das Aussehen bzw.  der  Form der  Federäste  und der 
Charakteristika der Federstrahlen vorgegeben. 
Im Querschnitt  ist  der  Federast  mit  seinen verschiedenen Strukturen am besten zu 
erkennen  und  zu  erklären.  So  erscheinen  die  Federäste  im  Querschnitt  oval  bis 
lanzettförmig. Man kann einen proximalen und einen distalen Sims erkennen, wobei der 
distale Sims weiter nach dorsal verschoben ist, als der proximale. In diesen Gebieten 
setzten die Federstrahlen an einer relativ breiten Ansatzfläche an, auch sorgen sie auf 
diese  Weise  für  eine  Überlappung  der  einzelnen  Federäste  und  geben  so  weitere 
Stabilität.  Außerdem werden  ein  dorsaler  und  ventraler  Kamm (Crista  dorsalis  und 
ventralis)  von  den  Federästen  gebildet.  Wenn  dabei   der  ventrale  Kamm  stark 
verlängert  ist und sich soweit  umbiegt,  dass er eine horizontale Lage zum Federast 
aufweist,  wird  er  auch  als  Tegmen  bezeichnet.  Diese  Tegmen  sind  vor  allem  an 
Flugfedern zu finden, die einem hohen Druck auf ihrer Unterseite ausgesetzt sind, denn 
sie  verhindern  durch  ihre  spezielle  Form einen Luftstrom zwischen den Federästen 
(LUCAS und STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993). 
Die Basis der Federstrahlen stellt eine Verbindung zum Federast her und besteht aus 
schmalen,  hohen  Zellen.  An  diese  Basis  schließt  die  Pennula  an,  die  aus 
langgezogenen, abgerundet erscheinenden Zellen besteht.  An deren Übergang sieht 
man häufig Fortsätze in Form von  dorsalen Stacheln oder Zähnchen (Stilus dorsalis) 
und ventralen Zähnen (Dens ventralis). An den Wänden der Pennula können sich auch 
Fortsätze bilden, die dorsalen und ventralen Cilien (Cilium dorsale und ventrale). Zu den 
Cilium ventrale  gehören auch die  Haken (Hamuli),  die  am Ende der  Hakenstrahlen 
sitzen (LUCAS und STETTENHEIM, 1972).                       
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Fig.9: Querschnitt  durch zwei  Federäste einer Konturfeder eines Hühnchens mit  Darstellung 
des Ineinanderhakens der Federäste miteinander 1: proximaler Federstrahl, 2: dorsaler  Rand, 
3: Rahmen des Federastes, 4: ventrales Cilium, 5: dorsales Cilium, 6: distaler Federstrahl, 7: 
Basis,  8:  Pennula,  9:  ventraler  Zahn,  10:  Haken,  11:  Rinde,  12:  Mark,  13:  ventraler  Kamm 
(nach LUCAS und STETTENHEIM, 1972)
4.2. Aufbau der Federfollikel
Die Feder ist über den Federfollikel (Folliculus) in der Haut verankert.   Er stellt eine 
sackförmige Einstülpung dar, die je nach Lage der Feder bis teilweise zu den Knochen 
reichen  kann.  Vor  allem  bei  den  Schwung-  und  Steuerfedern  im  Flügel-  und 
Schwanzbereich sind solche tiefen Verankerungen zu finden (OSTMANN et al., 1963; 
LUCAS und STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993).  Die Feder sitzt mit der 
Spule  im  Follikel  und  wird  von  der  epidermalen  Follikelwand  umgeben.  Diese 
Follikelwand wird aus einem Stratum corneum und einem Stratum basale aufgebaut, 
welches  aus  flachen,  kubischen  Zellen  mit  großen  Zellkernen  besteht  und  von  der 
dermalen Follikelwand durch eine schmale Basalmembran abgetrennt ist.   Zwischen 
dem verhornten Stratum corneum und der Federspule ist ein kleiner Spalt vorhanden,  
der  mit  dünnen Hornfilamenten ausgefüllt  und als  Follikelhöhle bezeichnet  wird.  Die 
dermale Follikelwand ist etwa doppelt so dick wie die epidermale und wird aus zirkulär 
angeordneten  Kollagenfasern  gebildet.  Darunter  findet  sich  eine  Schicht  von 
longitudinal  angeordneten  elastischen  Fasern,  die   parallel  zur  Federlängsachse 
ausgerichtet sind.  Zwischen den Kollagenfaser liegen verstreut ringförmig angeordnete 
elastische Fasern, die wieder von einer Reihe longitudinaler Fasern abgelöst wird. An 
der Basis des Follikels sind die dermalen Zellen abgeflacht und umgeben die Basis wie  
eine  Wand.   In  der  Follikelwand  liegen  Nervenfasern  als  Ausläufer  afferenter, 
somatischer Nerven. Im Gegensatz zum Haarfollikel  der Säugetiere organisieren sie 
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sich  erkennbar,  aber  nicht  zu  einem Plexus  (OSTMANN et  al.,  1963;  LUCAS und 
STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993).  An der basalen Follikelwand liegen 
Nervenfasern  direkt  neben  den  umgebenen  Kapillaren  zusammen.  Die  medial 
vorhandenen Nervenfasern gehören zu den afferenten Nerven der Federmuskulatur. 
Die apikal gelegenen Nervenfasern gehören zu den somatischen Nerven der oberen 
Hautschicht.  Weiterhin gibt es freie Nervenendigungen sowohl in den epidermalen als 
auch  den  dermalen  Anteilen  der  Follikelwand.   Vor  allem  die  Fadenfedern  sind 
besonders  stark  innerviert,  ausgehend  von  dem  Nervenstrang,  der  von  den 
Konturfedern kommt, in deren unmittelbarer Nachbarschaft sie sich befinden (LUCAS 
und STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993).               
Weiterhin ist die Papille des Federfollikels von einem Netzwerk aus vasomotorischen 
Fasern umgeben, das mit den Ganglien des autonomen Nervensystems in Verbindung 
steht. Dabei wird die zentrale Arterie von efferenten und teilweise sensorischen Fasern 
gesäumt, die mit der Pulpa in die Höhe wachsen und so die Feder versorgen. In der 
Dermis  liegen  mehrere  freie  sensorische  Nervenendigungen,  die  von  einer 
mehrschichtigen Kapsel umgeben sind, und so den Vater-Paccinischen-Körperchen der 
Säuger  ähneln  und  wie  diese  auf  Druck  und  Vibrationen  reagieren.  Viele  solcher 
Herbst`schen  Korpuskel  kann  man v.  a.  in  der  Nähe  der  Fadenfedern  nachweisen 
(OSTMANN et al., 1963; LUCAS und STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993). 
Die Gefäßeinsprossung der Federfollikel und der Federn kommt aus den Blutgefäßen 
der  Skelettmuskulatur.  Die  Versorgung  des  gesamten  Follikels  geschieht  über  zwei 
Arterien und zwei Venen, die sich direkt gegenüber liegen und ein feines Kapillarnetz 
bilden (LUCAS und STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993).
Ein Netzwerk von Muskelfasern liegt in der Dermis und umgibt jeden Federfollikel. Die 
Muskeln  werden  als  Erector,  Depressor  und  Retractor  bezeichnet  (SAXOD,  1978; 
SAXOD et  al.,  1996).   Diese  Muskelfasern  sind  dermaler  Herkunft  und  aus  glatter  
Muskulatur, wobei sie drei bis vier benachbarte Follikel miteinander verbinden.  Da die 
Follikel etwas nach kaudal geneigt sind, setzt  der erste Typ der Muskelfasern an der 
Basis des einen Follikels an und zieht von da aus zum apikalen Anteil eines anterior 
gelegenen  zweiten  Follikels.  Er  wirkt  somit  als  Depressor,  der  bei  Kontraktion  die 
Federn an die Körperoberfläche zieht. Der zweite Typ der Muskelfasern zieht genau in 
die Gegenrichtung, also von der Basis des anterior gelegenen Follikels zum apikalen 
Rand des ersten Follikels. Bei Kontraktion stellt er die Federn auf und wirkt somit als 
Erector. Der dritte Muskelfasertyp verbindet die  Federn in gleicher Höhe und zieht die 
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Federn bei Kontraktion dicht aneinander, wirkt so als Retraktor. Gesteuert werden diese 
Muskelfasern durch das autonome Nervensystem. An den Schwung- und Steuerfedern 
lässt  sich  auch  quergestreifte  Muskulatur  nachweisen,  die  die  Follikel  mit  den 
Skelettelementen verbindet und eine Verbindung zum ZNS und somit zur Willkürmotorik 
aufweist, um das Fliegen und die Lokomotorik zu ermöglichen (OSTMANN et al., 1963; 
LUCAS und STETTENHEIM, 1972; BAUMGÄRTNER, 1993).  
Fig.10:  HE,  Hühnerembryo  19.  ET,  Stadium  45   HH,  Querschnitt  Federfollikel,  20fache 
Vergrößerung;  Epidermis (E),  Dermis (D),  Federpulpa (FP) mit  zentralen Blutgefäßen (Vene 
(V)),  Federspule  (FS),  Follikelepithel  (FE),  Follikeldermis  (FD),  Anteile  der  Federmuskulatur 
(FM)
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Fig.11: HE, Hühnerembryo 19. ET, Stadium 45 HH, 2,5fache Vergrößerung; Anordnung der 
Federmuskulatur Epidermis (E), Federfollikel (FF), Fasern von Depressor (De), Erector (Er) und 
Retractor (Re)
4.3. Embryonale Entwicklung von Feder und Federfollikel
Komplexe Interaktionen zwischen Dermis und Epidermis spielen für die Induktion der 
Federfollikel und somit der Federbildung eine ausschlaggebende Rolle. Sie beziehen 
viele  Zelltypen  von  beiden  Komponenten  mit  ein.  Auch  hängt  es  von  bestimmten 
Körperregionen ab, ob die Haut mit Federn besetzt wird oder federlos bleibt (SENGEL 
et  al.,  1969).  Somit  ist  die  Federhaut  genetisch  darauf  programmiert,  Federn  zu 
konstruieren (PRIN und DHOUAILLY, 2004). Wichtig für die Entwicklung von Federn ist 
ein  kontinuierlicher  Dialog  zwischen  Dermis  und  Epidermis  mit  zwei 
Hauptkomponenten,  der  dermalen  Induktion  und  der  gegebenen  epidermalen 
Kompetenz  (DHOUAILLY,  1973;  1977;  PRIN  und  DHOUAILLY,  2004).  Als  erstes 
formen Ektomesodermzellen (Fibroblasten) eine dichte Schicht in der Dermis unter dem 
Federfeld. Dann formen diese  mesenchymalen Zellen in der dichten Dermis periodisch 
arrangierte dermale Kondensationen. Zusammen mit der epidermalen Plakode stellen 
sie den Ursprung der Feder in den dafür vorgesehenen Hautarealen dar (JIANG et al., 
2004).   
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Alle späteren Federn werden embryonal extra angelegt und können in dieser Phase nur  
durch  den  Zeitpunkt  der  Anlage,  aber  nicht  durch  ihre  Morphologie  unterschieden 
werden.  Als erstes entstehen die Konturfedern in den Federfluren;  GOLLIEZ (1966) 
bezeichnet dies als erste Federfolge. Die zweite Federfolge ist die Anlage der Dunen, 
gefolgt  von  der  dritten  Federfolge,  der  Anlage  der  Fadenfedern,  die  im  direkten 
Lagebezug zu den Konturfedern stehen (GERBER, 1939; BROMAN, 1941; GOLLIEZ, 
1966). 
In den Ursprungsgebieten werden in den unterschiedlichen Zellen auch verschiedene 
Signal-, Wachstums- und Zelladhäsionsmoleküle gebildet, die nicht nur abhängig von 
den  jeweiligen  Zellen  sind,  sondern  auch  von  den  Zonen  der  Ursprungsfeder, 
Federknospen, Zwischenknospen und den Verknüpfungszonen (CHUONG et al., 1990; 
JIANG  und  CHUONG,  1992).  So  ist  z.B.  BMP  (Bone  morphogenetic  protein)  ein 
Inhibitor  der Federknospe und wird  in der epidermalen Plakode und den Zellen der 
kondensierten Dermis exprimiert (NORAMLY und MORGAN, 1998). Follastatin ist ein 
Antagonist des BMP und wird innerhalb der Federknospe exprimiert.  Es kann so ab 
einem bestimmten Schwellenwert das BMP direkt innerhalb der Federknospe inhibieren 
und damit die Federformation zulassen (PATEL et al., 1999). Ein weiterer Antagonist für  
das  BMP  ist  das  DRM/GREMLIN.  Seine  Hauptexpression  findet  während  der 
Entwicklung der Haut statt und unterscheidet sich signifikant von Follastatin. Es zeigt 
ein  dynamisches  Expressionsmuster  während  der  Gliedmaßen-,  Bronchialbögen-, 
Dermatom- und Federknospenentwicklung (MERINO et al., 1999; BARDOT et al., 2001; 
OHYAMA  et  al.,  2001;  BARDOT  et  al.,  2004)  und  ist  als  Aktivator  der  Letzteren 
anzusehen.  Eine  Expression der  endogenen  DRM scheint  unter  der  Kontrolle  einer 
Rückkopplungsschleife  zu  stehen,  die  unter  Induktion  von  BMP  beeinflusst  wird 
(BARDOT et al., 2004). Da DRM nie in Apteria (federlosen Hautarealen) nachgewiesen 
wird,  könnte es als ein  wichtiger  dermaler  Faktor  während der  Federgebietsbildung, 
Primordia-Formation  und  Knospen-Morphogenese  definiert  werden  (BARDOT et  al., 
2004).
Die  dichte  Dermis  induziert  die  Entwicklung  der  epidermalen  Plakode  als  erstes 
histologisch  erkennbares  Element  der  Federknospe  (BARDOT  et  al.,  2004).  Die 
epidermale Plakode wiederum signalisiert der Dermis, weitere Zellen zu aggregieren 
(JIANG et al., 1999), und eine dermale Kondensation zu formen, die sich ihre eigenen 
induzierenden Eigenschaften aneignet.  
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So  besteht  der  Federfollikel  aus  sich  invaginierender  Epidermis,  die  die  Pulpa 
umschließt und von einem Federfilament, dem Zylinder, umgeben ist (YU et al., 2004). 
Während  dieser  Morphogenese  werden  zuerst  symmetrische  Knospen  und  danach 
asymmetrische Knospen geformt  (WIDELITZ et  al.,  2003).  So bildet  die  epidermale 
Feder  mit  dem  mesodermalen  Versorgungs-  und  Verankerungsapparat 
unterschiedlichen Ursprungs eine funktionelle Einheit.
Nach LUCAS und STETTENHEIM (1972) besitzt das Hühnchen 20 Federflächen, wobei 
sich  die  Federn  der  verschiedenen  Flächen  in  ihrer  Orientierung  und  Organisation 
unterscheiden  (MAYERSON  und  FALLON,  1985).  Manche  dieser  Unterschiede 
zwischen den Federflächen,  den so genannten Trakt,  haben ihren Ursprung in  den 
verschiedenen  Zellen  ihres  Mesenchyms.  Da  embryonale  epitheliale  Stammzellen 
pluripotent sind, können sie sich je nach Signal des darunterliegenden Mesenchyms zu 
einer  Federfläche  (Pteryla)  oder  einer  federlosen  Region  (Apteria)  entwickeln.  Sie 
können aber auch zu verschiedenen Federflächen werden.
Der Beginn der Federentwicklung startet im kaudalen Abschnitt der Rückenflur (Pteryla  
dorsalis)  ab dem Stadium 30 HH,  dann folgt  die Pteryla  femoralis (32-34 HH),  die 
Pteryla interscapularis (33 -36 HH), die Pteryla scapularis (33-34 HH) bis in den Stadien 
36/37 HH alle Federanlagen ausgebildet sind (HAMBURGER und HAMILTON, 1951; 
LUCAS und STETTENHEIM, 1972; STARCK, 1989). So startet die Entwicklung in der 
dorsalen  Mittellinie,  schreitet  bilateral  in  sechseckig  verpackten  Feldern  fort  und 
erstreckt sich dann erst an der abdominalen Seite des Körpers.
Aufgrund  des  unterschiedlichen  Beginns  der  Federentwicklung  kommen  in  den 
verschiedenen Regionen unterschiedlich weit entwickelte Federanlagen vor (GERBER, 
1939). Dabei stellen die Konturfedern die am jeweils weitesten fortgeschrittenen Federn 
dar.  Erst  danach  folgen  die  Dunenfederanlagen,  die  aber   aufgrund  der  weiteren 
Entwicklung  der  Konturfedern  nicht  mehr  bei  jeder  Vogelart  von  außen  beobachtet 
werden können (STARCK, 1989).
Die Entwicklung der Federn kann in drei verschiedene Phasen eingeteilt werden, der 
frühen, der mittleren und der späten Embryonalentwicklung. Die frühe Phase umfasst 
die Stadien 29 bis 34 HH, die mittlere Phase die Stadien 35 bis 37 HH und die späte  
Phase  die  Stadien  38  bis  41  HH  (BAUMGÄRTNER,  1993).  Manche  Autoren 
unterscheiden auch nur eine frühe und eine späte Phase (YU et al., 2004). In der frühen 
Phase spielen Interaktionen zwischen Dermis und Epidermis eine ausschlaggebende 
Rolle für die Induktion der Federfollikel. In der späten Phase zeigt die Epidermis der 
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Follikelwand  einen  dreischichtigen  Aufbau,  der  aus  einem  Stratum  basale,  einem 
Stratum intermedium und einem Stratum corneum besteht. Auch die Federanlage und 
das  Federfilament  sind  dreischichtig  konstruiert.  Die  äußerste  Schicht,  die 
Federscheide, zersetzt sich am Ende der Federentwicklung, damit die Feder austreten 
kann (YU et al., 2004).
STARCK (1989) stellte fest, das diese Entwicklung bis zum Stadium 39/40 HH, bei dem 
das Grundgerüst der Feder entwickelt ist und die Anlage der Federmuskulatur sichtbar 
wird,  bei  allen  Vogelarten  gleich  ist.  Auch  erkennt  man  eine  Angleichung  der 
Entwicklung von Federn und Federfollikeln in allen Körperregionen im Stadium  42 HH 
(BAUMGÄRTNER, 1993).
Die  frühe  Embryonalentwicklung  ab  Tag  6  ½  (Stadium  30  HH) beginnt  mit  einer 
Verdichtung  des  mesodermalen  Mesenchyms  durch  Zusammenlagerung  der 
Fibroblasten  aufgrund  Zellwanderung  und  Zellvermehrung.  Dabei  erkennt  man 
zusätzlich eine flache Vorwölbung der Epidermis. Nach LUCAS und STETTENHEIM 
(1972) ist die Kondensation der Mesenchymzellen in einer Schicht der Dermis mit der 
Formung von Clustern in der Epidermis schon ab dem 5. Entwicklungstag (Stadium 28 
HH) sichtbar. Die Epidermis ist weiterhin zweischichtig aufgebaut, dem Stratum basale, 
das durch die Basalmembran von dem darunter liegendem Mesenchym getrennt ist, 
und dem Periderm, das die Oberfläche nach außen hin abschließt. Im Stratum basale 
liegen hochprismatische Zellen mit einem großen Zellkern und großen interzellulären 
Räumen. Das Periderm wird aus abgeflachten, relativ großflächigen Zellen gebildet. 
Nach  BAUMGÄRTNER  (1993)  sieht  man  in  diesem  Stadium  eine  Streckung  der 
Basalzellen und eine Ausdehnung des Mesenchyms. Des Weiteren lassen sich von der 
Basalmembran  ausgehende  Fasern  erkennen,  die  in  die  Tiefe  ziehen  und  als 
Ankerfilamente (KALMAN et al., 1967; LUCAS und STETTENHEIM, 1972) bezeichnet 
werden. Auch Melanoblasten vermehren sich in der Epidermis und Dermis (LUCAS und 
STETTENHEIM, 1972; YU et al., 2004). 
Die  entstehende  subepidermale  Mesenchymverdichtung  scheint  der  Induktor  der 
Federanlage  zu  sein.  Sie  regt  zur  Zellteilung  im  Stratum  basale  an  und  führt  so 
zusätzlich  zu  einer  Vielschichtigkeit  der  Epidermis.  Diese  nun  auch  leicht  höckrige 
Epidermis  wirkt  wieder  auf  die  Mesenchymverdichtung  ein  und  trägt  somit  zur 
Lagebestimmung  der  Federanlage  bei  (KOECKE  und  KÜHN,  1962).  Unter  dieser 
Verdichtung vermehren sich die Kapillaren. Die Zellvermehrung im Stratum basale und 
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einem entstehenden Stratum intermedium führt zu einer Erhöhung der Epidermis über 
das  ursprüngliche  Niveau  hinaus,  d.h.  eine  Epidermisplakode  entsteht 
(BAUMGÄRTNER, 1993; MEYER und BAUMGÄRTNER, 1998). So werden ab diesem 
Stadium in der Haut die verschiedenen Federflächen gebildet. 
Essentiell für die Federentwicklung ist Beta-Catenin. In Hühnchenhaut konnte gezeigt 
werden, dass auch mit ektopischer Expression von Beta-Catenin in federlosen Arealen 
neue  Federknospen  induziert  werden  können  (NORAMLY  et  al.,  1999).  Der 
ausschlaggebende Weg für die Bildung der Federplakode ist, dass die Zelladhäsion bei  
einer  bestimmten  Dichte  der  adhäsiven  Zellen  eine  bestimmte  Schwelle  übersteigt. 
Dann werden aus den homogenen Mesenchymzellen viele kleine Zellaggregate geformt 
(10 bis 25 Zellen groß). Diese Mikroaggregate kondensieren zu größeren Aggregaten. 
Allerdings ist diese Zellaggregation reversibel und die größeren Aggregate sind instabil. 
Werden  die  Aggregate  allerdings  noch  größer,  beginnt  der  Aktivator-Inhibitor-
Mechanismus  zu  wirken  und  die  dermale  Kondensation  wird  gefestigt.  Durch  die 
Kondensation  der  Mesenchymzellen  wird  nun  eine  „First-dermal-message“  an  die 
Epidermis  gesandt,  sich  zu  vermehren  und  eine  Plakode  entsteht  (HARDY,  1968; 
CHUONG et al., 1996). 
Ab  Tag  7  (Stadium  30-32  HH) wird  die  Federknospe  geformt,  die  im  Laufe  der 
Entwicklung in ein Federfilament übergeht (PRIN und DHOUAILLY, 2004).  Erst wächst 
das  Stratum  basale  in  der  Randzone  der  Federpapille,  die  durch  weitere 
Zellvermehrung  direkt  aus  der  Federplakode  entsteht  und  dadurch  das  ehemalige 
Epidermisniveau immer weiter überragt, nach unten in das Mesenchym hinein. So bildet  
sich eine doppellagige Epithelfalte, die eine zentrale Mesenchympapille (Pulpa) umgibt,  
die aus der Dermis entsteht (BAUMGÄRTNER, 1993). Das Periderm bleibt weiterhin 
oberflächlich.  Die  starke  Zellvermehrung  des  Mesenchyms  schiebt  die  Papille  nach 
außen,  wobei  Kapillaren  einwachsen.  Dieses  wird  als  spätes  Papillenstadium  oder 
frühes  Fadenstadium  bezeichnet.  Im  Querschnitt  kann  man  gut  die  kreisförmige 
Federanlage mit dem zentralen Pulpamesenchym und der umgebenen doppellagigen 
Epithelfalte erkennen. Die innere Epithellage ist  durch die Basalmembran gegen die 
Pulpa abgegrenzt und entspricht der Anlage des Federepithels. Die äußere Epithellage 
ist  durch  die  Basalmembran  gegen  das  Mesenchym  abgegrenzt  und  bildet  so  die 
Anlage des Follikelepithels. Auch startet zu dieser Zeit die Synthese von Melanin in den 
Melanoblasten.  Bald  nach  der  Melaninproduktion  in  den  nun  ausdifferenzierten 
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Melanozyten  beginnt  der  Transfer  des Melanins  zu  den Keratinozyten  (LUCAS und 
STETTENHEIM, 1972). 
Fig.12: HE, Hühnerembryo 7. Entwicklungstag, Stadium 30-32 HH, Objektivvergrößerung 
40fach; Federanlage mit Vermehrung der Fibroblasten unter einem zweischichtigen Epithel
Im  Hühnerembryo  sind  ab  Tag  9  (Stadium  35  HH) verschiedene  Stufen  der 
Federknospen zu erkennen, beginnend an der dorsalen Körperoberfläche mit den einer 
frühen Entwicklung der Federknospe, danach folgt  die laterale Körperfläche,  bis zur 
abdominellen Körperfläche, mit einem späten Beginn der Federknospen-Differenzierung 
(SENGEL  et  al.,  1969;  CHUONG  und  EDELMAN,  1985).  In  der  Epidermis, 
einschließlich  der  Federplakode,  lässt  sich  L-CAM  (liver  cell  adhesion  molecule) 
nachweisen,  in  den  Nerven  und  der  dermalen  Kondensationszone  nahe  der 
Federplakoden  dagegen  N-CAM  (neural  cell  adhesion  molecule)  (CHUONG  und 
EDELMAN, 1985).
Während Tag 9 bis 11 (Stadium 35 – 37 HH), zeigt sich eine Neigung der Federanlage 
zur Hautoberfläche hin. In der Epidermis ist eine verstärkte Zellproliferation sichtbar, 
wobei im Stratum basale viele hochprismatische Zellen mit apikal gelegenen Kernen 
auffallen. Das Stratum intermedium bildet eine geschlossene Schicht und das Periderm 
ist  stark abgeflacht.  Die Dicke und Komplexität  der Dermis nehmen von basal nach 
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apikal hin kontinuierlich ab. Es sind primäre Epidermisleisten erkennbar, die durch eine 
radiäre  Basalmembran  voneinander  getrennt  sind  und  somit  als  Primärleisten 
bezeichnet werden. Das Periderm wird mit zwei Schichten des Stratum intermedium zur 
späteren  Federscheide  (BAUMGÄRTNER,  1993).  Die  Federanlage  ist 
lichtmikroskopisch als ein langes, fadenförmiges Gebilde sichtbar, deren Basis weiter in 
die Dermis gesenkt wird. Das Zentralgefäß wächst bis an die Spitze der Federanlage.  
Im weiteren Verlauf differenzieren sich dermale Mesenchymstränge zur Anlage für die 
spätere Federmuskulatur.
Im basalen Bereich der Federanlage zeigt sich das Federepithel in der Dermis, dessen 
äußerste Lage abgeflachte, verhornende Zellen aufweist und so zur Federscheide wird, 
die  ohne  sichtbare  Grenze  in  die  Follikelscheide  übergeht,  die  vom  Follikelepithel 
gebildet  wird.  In  beiden  Epithelien  ist  ein  hochaktives  Stratum basale  deutlich.  Ein 
Stratum corneum mit  verhornenden Lagen wird langsam sichtbar.  Es bildet  sich ein 
kleiner  Spalt  zwischen  den  beiden  verhornenden  Schichten,  der  als  Follikelspalt 
bezeichnet  wird.  Im  apikalen  Bereich  der  Federanlage  liegen  Stratum  basale  und 
Stratum intermedium in radiär und längs angeordneten Epithelleisten, die von außen 
septenartig  in  den  Pulpaquerschnitt  hineinragen.  Die  zentralwärts  liegenden  Zellen 
vergrößern sich und werden so zur Ramogensäule. Sie entstehen aus dem Stratum 
intermedium der Epidermis und bilden als so genannte „barb ridges“ die Vorläufer der 
späteren  Federäste  (Barbae).  Zwischen  den  einzelnen  barb  ridges  liegt  die 
einschichtige Basalmembran als Randplatte, die von den Grenzplatten umgeben wird 
und so ein Barb-Septum bilden (LUCAS und STETTENHEIM, 1972). Von da aus zeigen 
sich zwei  Reihen, die astförmig von dieser Säule abgehen, die Radiogensäulen, als 
Anlage  für  die  späteren   Radii  (Barbulae).  Die  am  Rand  liegenden  Zellen  jeder 
Epithelleiste  haben  eine  lang  gestreckte  Form  und  entsprechen  der  Marginalleiste, 
wodurch sie gegen die benachbarten Leisten abgetrennt werden. Die zentrale einzellige 
Trennschicht  zwischen  den  Radiogensäulen  ist  die  Axialplatte.  Die  Marginal-  und 
Axialplatten verhornen im Laufe der Entwicklung und zerfallen zu Federpuder, wobei sie  
die Rami (Barbae) und Radii (Barbulae) freilegen. Die Intermediumzellen bilden mit dem 
Periderm  und  dem  Federepithel  eine  mehrschichtige  Zellreihe  mit  spindelförmigen 
Zellen,  die  die  Vorläufer  des  späteren  Federschaftes  (Calamus)  darstellen. 
Melanozyten, die von der Neuralleiste einwandern, geben Melaningranula über lange 
Zellfortsätze  in  die  Radiogensäulen  ab.  Der  Pigmentierungsvorgang  wird  durch  die 
Verhornung beendet (STARCK, 1989). 
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Das Grundgerüst  der  Feder  ist  gebildet,  und  zeigt  nun  eine  zentrale  mesodermale 
Federpulpa mit einem Zentralgefäß. Nach innen ist diese Struktur von dem eigentlichen 
epidermalen Federepithel umgeben und nach außen vom Follikelepithel abgeschlossen 
(STARCK, 1989). Diese Schritte der Federentwicklung  sind bei allen Vogelarten gleich. 
Bis zum Schlupf ist bei den Nestflüchtern die Ausbildung der hornigen Dunenfedern 
abgeschlossen,  wobei  die  Neoptildune  bis  zum  Schlupf  von  einer  hornigen 
Federscheide umschlossen bleibt, die nach den Schlupf schnell abschilfert (STARCK, 
1989).
Ab dem Tag 10 (Stadium 36 HH), wächst die basale Schicht des Federkeimes schneller 
an der oberen Knospe der epiderrmalen Region und beginnt eine Reihe von „ridges“  
parallel  zur  langen  Achse  des  Federkeimes  zu  formen.  Die  Epidermis,  die  die 
Federknospe umgibt, startet ihre Invagination in die Dermis und bildet so eine äußere 
Schicht,  die  Follikelscheide und eine innere Schicht,  mit  Intermediär-  und Basallage 
(LUCAS und STETTENHEIM, 1972). Im Hühnchen sind sie sternförmig symmetrisch 
angeordnet (DHOUAILLY, 1970; HARRIES et al., 2002). Der Federkamm dehnt sich 
gegen die Basis der langen Federknospe aus (PRUM, 1999).
 
Fig.13:  HE,  Hühnerembryo  10.  Entwicklungstag,  Stadium  36  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach;Federplakode  mit  Bildung  eines  Stratum  intermedium  in  diesem  Bereich  und 
Blutgefäßen
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Ab dem Tag 11 (Stadium 37 HH) invaginiert die Epidermis rund um die Federbasis in 
die Dermis. Die Knospe verlängert sich, sprosst  weiter in die Dermis ein, formt eine 
tiefe, lange Narbe und wird so zum Follikel (WIDELITZ et al.,  2003).  In dieser Zeit 
startet der Follikel den Prozess der Zelldifferenzierung. Diese Prozesse entwickeln sich 
parallel mit der Exprimierung von Alpha-Keratin (MEYER und BAUMGÄRTNER, 1998). 
Auch die Pulpa wird mit ihrer zentralen Arterie von vielen Mesenchymzellen gebildet. 
Des  Weiteren  lassen  sich  in  den  Pulpazellen  mit  mesenchymalen  Ursprung 
verschiedene Proteine nachweisen, wie z. B. Fibronektin (CHUONG und EDELMAN, 
1985).  Weiterhin  fangen  Nervensprossen  an,  in  die  Pulpa  einzusprossen.  Die 
umfangreichste sensorische Nervenarkade tritt zu diesem Zeitpunkt der Follikelbildung 
auf (PAYS et al., 1997). Sie bildet ringförmige Strukturen unter der Haut aus, wobei die 
Ringe die Follikel umkreisen (SAXOD, 1978; SAXOD et al., 1995).
In den Tagen 11 bis 14 (Stadium 38 – 40 HH) bilden sich drei radiäre Zellleisten aus 
dem Stratum intermedium,  die  seitlich  vom Stratum basale  abgegrenzt  werden.  Es 
handelt  sich  um  zwei  Radiogenstränge  mit  abgeflachten  Zellen  und  großen, 
längsovalen Kernen, die durch eine Radiogenplatte getrennt werden. Diese ist durch 
kleine  Zellen  mit  runden  Zellkernen  gekennzeichnet.  Das  Stratum basale  bildet  im 
zentralen Teil das Pulpaepithel aus, und an den oberen Zellreihen die Randplatten. Der 
epidermale Anteil der Follikelwand senkt sich immer weiter in die Dermis ein. An der 
Umschlagstelle löst sich der Aufbau der Schichtung auf und ist nicht mehr eindeutig 
zuzuordnen.  Der  Entwicklungsgrad  nimmt  von  basal  nach  apikal  stetig  zu.  Zentral 
werden  die  Radiogenstränge  durch  dicht  gepackte  Zellen  verbunden,  die  sich  als 
Ramogensäulen  einordnen  lassen.  Diese  Ramogensäulen  besitzen  zentral  große 
Medullazellen,  die  peripher  von  stark  abgeflachten  Cortexzellen  umgeben  sind.  Die 
Intermediumzellen bilden mit dem Periderm und dem Federepithel eine mehrschichtige 
Zelllage  mit  spindelförmigen  Zellen,  die  als  Vorläufer  des  Federschaftes  (Calamus) 
angesehen werden (BAUMGÄRTNER, 1993).
Am  Tag  13  (Stadium 39  HH) fangen  die  Federfilamente  an,  sich  zu  differenzieren 
(MATULIONIS,  1970;  LUCAS und STETTENHEIM, 1972;  CHUONG und WIDELITZ, 
1999; MADERSON und ALIBARDI, 2000). In der Nähe des Federkeimes zeigen sich 
drei longitudinale Platten, wobei eine einschichtige marginale Platte am Rande jedes 
Federstrahles liegt. Dann folgen zwei „Barbulae“-Schichten mit jeweils zwei Säulen, die 
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die „Federstrahlen“ bilden, in deren Mitte die axiale Platte liegt. Zwei marginale Platten 
von  zwei  benachbarten  Federstrahlen  bilden  das  Federstrahlenseptum  (YU  et  al., 
2004).  Diese  Zwischenschicht  gibt  der  Feder  ihre  Stabilität  über  die  Bildung  von 
„Barbae“  und „Barbulae“,  die  nun Beta-Keratin  exprimieren.  Die  beiden umgebenen 
Schichten exprimieren dagegen noch Alpha-Keratin und degenerieren beim Schlüpfen 
(MEYER  und  BAUMGÄRTNER,  1998;  PRIN  und  DHOUAILLY,  2004).  Ab  diesem 
Zeitpunkt  sind  die  ersten  Anzeichen  der  finalen  Keratinisierung  im Schaft  und  den 
Vorläuferanteilen  der  späteren  Federstrahlen  nachweisbar  (LUCAS  und 
STETTENHEIM, 1972). 
In den Tagen 13 bis 14 (Stadium 39 bis 40 HH) versenkt sich die Federanlage immer 
weiter in die Dermis und nimmt eine röhrenförmige Gestalt an. Im basalen Bereich des 
späteren  Federfollikels  zeigt  sich  Anschluss  an  eine  weitere  Ansammlung  von 
verdichtetem Mesenchym mit langgestreckten Zellen. Diese Struktur ist die Anlage der 
Federmuskulatur, wobei die Differenzierung zu den Muskelzellen erst später erfolgt. Der 
Differenzierungsgrad der glatten Muskulatur ist lichtmikroskopisch allerdings nicht gut 
darstellbar. Das Grundgerüst der Feder ist gebildet, mit einer zentralen mesenchymalen 
Pulpa  mit  einem Zentralgefäß.  Nach  innen  ist  diese  Struktur  von  dem eigentlichen 
epidermalen  Federepithel  umgeben  und  wird  nach  außen  vom  Follikelepithel 
abgeschlossen (STARCK, 1989).   
Am  Tag  14  (Stadium  40  HH) zeigt  sich  eine  Wachstumszone  für  „Barbulae  cells“ 
(Federstrahlenzellen), die aus Keratinozyten gebildet werden. Eine Follikelhöhle erkennt 
man  nicht  mehr,  weil  der  Federkeim  komplett  mit  Follikeln  gefüllt  ist.  Die  Grenze 
zwischen Follikel und Scheide liegt so dicht aneinander, dass sie einschichtig erscheint; 
sie wird aus 10 bis 15 Federkämmen geformt.  In diesen Follikeln liegen epidermale 
Stammzellen,  die  die  nächste  Federgeneration garantieren (PRIN und DHOUAILLY, 
2004; YU et al., 2004).
In den Tagen 14 bis 18 (Stadium 40 bis 44 HH) verdickt sich die Epithelschicht und die 
Zellen fangen an sich  zu differenzieren.  Das zylinderartige  Federfilament  zeigt  eine 
basale Schicht,  die die Pulpa auskleidet, eine intermediäre Schicht und eine äußere 
Schicht, die die Federscheide bildet.
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Ab dem  Tag 16 (Stadium 42 HH) erzeugen die  Zellen  der  Wachstumszonen einen 
Rahmen an der Spitze jedes Federastes. Das Pulpaepithel ist fortlaufend verbunden, 
als ein konzentrischer Epithelring, der die Pulpa auskleidet. Die Federfahne entsteht 
aus diesem Rahmen und aus einer Seite der Federstrahlen. Die Rahmen organisieren 
sich  gegen  die  anteriore  Seite  mit  dem  Federfilament  und  verschmelzen  an  ihren 
proximalen Enden. Die zweiseitig symmetrische Feder hat den Großteil ihrer Zellen auf 
der anterioren Seite, die vermutlich zum Schaft werden. Während eine geringere Anzahl 
auf der gegenüberliegenden Seite zum Afterschaft (Hyparachis) wird (Yu et al., 2004). 
Dieser Schaftkamm ähnelt in der Keratinisierung und Struktur dem Rahmen mit Rinde 
und Mark. Dabei besteht die Rinde am Rand aus abgeflachten Zellen und im Mark aus 
großen Zellen mit kleinen Nuclei. Diese Zellen verlieren im Laufe der Federentwicklung 
ihr  Zytoplasma und  geben  der  Feder  ihre  starke  Struktur.  Die  Federstrahlen  reifen 
immer  weiter  und  nehmen  abhängig  von  ihrem  Federtyp  unterschiedliche 
Charakteristika an (YU et al.,  2004).  Die Säulen der Strahlenfedern verlängern sich, 
differenzieren sich weiter aus und vereinen sich zum „Rahmen“, der aus einer Basis 
und dem angrenzendem Penulum besteht. Die zwei Reihen der Federstrahlen werden 
als  distaler  und proximaler  Federstrahl  bezeichnet.  Dabei  ist  der  distale  Federstrahl 
derjenige, der nahe am Schaft liegt (YU et al.,  2004). Die Zellen in der Dermis und 
Hypodermis um die Follikel herum differenzieren sich ebenfalls zusehends weiter aus. 
In der Dermis bilden sich unter anderem mehr Fibrozyten und Kapillaren. Darunter folgt 
eine Schicht von lockerem Kollagengewebe mit Arterien, Venen, Federmuskulatur und 
Nervenfasern, wobei spezielle sensorische Körperchen noch nicht sichtbar sind. In der 
Hypodermis  entsteht  viel  multivesikuläres  Fettgewebe (LUCAS und STETTENHEIM, 
1972); auch beginnt die Keratinisierung aller Federäste.
Ab  dem  Tag  19  (Stadium  45  HH) ist  die  Differenzierung  und  Keratinisierung  der 
Kükenfeder (Nestlingsdune) beendet. Sie beginnt an der Spitze der Feder (HAAKE et 
al., 1984), wobei die Kerne und Zellgrenzen in den unterschiedlichen Anteilen der Feder  
verschwinden. Die Federscheide ist außen dünner als in tieferen Gebieten und besitzt 
ein  bis  zwei  trennende  Schichten,  die  nach  dem Schlupf  abplatzen  und  die  Feder  
freilegen. Im Inneren des Federfilamentes liegt die Basalschicht der Epidermis an der 
inneren Oberfläche des Federkammes und bildet dort eine Röhre um die Pulpa und 
wird somit zum Pulpaepithel. Dieses wiederum teilt sich in eine innere und eine äußere  
Schicht.  Während die Spitze der äußeren Schicht keratinisiert wird,  bildet die innere 
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Schicht eine Serie von Pulpakappen in periodischen Intervallen, die sich anlagern und 
so einem Bambusrohr ähneln, wodurch die Federscheide stabilisiert wird (YU et al.,  
2004). Die Pulpa ist durch mehrere Federsegmente begrenzt. Mit der Degeneration und 
Absorption wird am distalen Ende des Schaftes begonnen (YU et al., 2004).  An der  
Basis des Federstrahls sind die Zellen eher abgeflacht und an der Pemula oval  bis  
rund. Die Zellen der marginalen und axialen Platte sind nahezu verschwunden, wobei 
die Röhre aus basalen Epidermiszellen, die die Pulpa umranden immer dicker wird. Die 
Rinde jedes Rahmens ist  verdickt  und die Zellen der Medulla werden im Laufe der  
Differenzierung kernlos. Der proximale Anteil der Feder beendet die Entwicklung des 
Federkammes  und  signalisiert  den  distalen  Anteil  des  Flügels.  Die  abschließende 
Proliferation  von  Zellen  in  der  epidermalen  Manschette  bildet  eine  homogen-
differenzierte  Röhre,  die  zum Calamus  wird.  Wenn der  Bildungsprozess  der  Feder 
nahezu  abgeschlossen  ist,  wird  die  Pulpa  komplett  resorbiert  und  die  endgültigen 
Pulpakappen formieren sich oberhalb der dermalen Papille. Diese Kappen verschließen 
den unteren Nabel (Umbilicus inferior) am Ende des Calamus (YU et al., 2004).
Kurz nach dem Schlüpfen des Kükens platzt  die Spitze jeder Federscheide ab, die 
Federäste tauchen auf und dringen durch die Scheide nach außen. Die äußere, mehr 
peripher gelegene Seite des Rahmens und der Schäfte formen die dorsale Oberfläche 
der Flügel. Die vorher basal gelegene Zellschicht bildet den ventralen Teil des Flügels.
Um die einzelnen Follikel entwickeln elastische Fasern eine kompakte Schicht, wobei 
einige dieser Fasern auch am Ende der Federmuskulatur erscheinen. Weiterhin finden 
sich runde, teilweise laminäre Kondensationen von Kollagengewebe in der Dermis nahe 
der Follikel, die die Vorstufen der sensorischen Herbst`schen Korpuskel darstellen, die 
sich  erst  in  der  weiteren  Entwicklung  nach  dem  Schlüpfen  vollständig  ausbilden 
(LUCAS und STETTENHEIM, 1972).
Der Körper des Kükens ist nur teilweise mit Nestlingsdunen bedeckt, vor allem an den 
Flügeln  und  Flanken,  da  sich  die  Flugfedern  schneller  entwickeln  als  das  übrige 
Federkleid (YU et al., 2004).  
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5. Material und Methoden
5.1. Untersuchungsmaterial
Die Proben wurden Embryonen der Haushuhnrasse „White Leghorn“ entnommen, die 
wir freundlicherweise von der Geflügelklinik der Tierärztlichen Hochschule Hannover zur 
Verfügung gestellt bekamen. Die Entnahme erfolgte täglich an den Entwicklungstagen 
vier  bis  zehn.  Der  Euthanasierung  der  Tiere  mittels  Chloroformdämpfen  folgte  die 
vorsichtige  Freipräparation  der  Embryonen  aus  den  umgebenden  Hüllen  (Ei-  und 
Embryonalhüllen)  und die  sofortige  Fixierung in  Bouin`scher  Lösung (BÖCK,  1989). 
Unter  Berücksichtigung  bestimmter  morphologischer  Gesichtspunkte  (s.  z.B. 
HAMBURGER und HAMILTON,  1951)   wurde  das Alter  der  Tiere  möglichst  genau 
bestimmt. 
Aufgrund seiner geringen Größe wurde der gesamte Embryo in Paraffin eingebettet und 
histologisch  aufgearbeitet.  Bei  der  Auswertung  wurde  nur  die  Haut  mit  ihren 
beginnenden Federanlagen berücksichtigt.  In den darauf folgenden Tagen wurde an 
jedem zweiten Tag bis zum Schlupf (Tag 19) eine Probe entnommen. Sie stammte aus 
dem  Rückenbereich  des  Embryos.  Zum  Vergleich  wurden  Proben  der  Haut  eines 
erwachsenen Huhnes aus dem Rückenbereich entnommen.
5.2. Stadierung der Embryonen
Für  die  Betrachtung  der  schnell  ablaufenden  embryonalen  Strukturentwicklung 
erscheint  eine Angabe des Alters der Embryonen nach ihrem Bebrütungstag als zu 
grob. Eine differenziertere Unterteilung ermöglicht die Stadierung nach HAMBURGER 
und  HAMILTON  (1951),  die  die  Embryonen  nach  verschiedenen  morphologischen 
Merkmalen charakterisiert. So kann eine Schwankung der Bebrütungstemperatur, die 
sich  direkt  auf  die  Entwicklungsgeschwindigkeit  auswirkt  (STEINKE,  1983),  mit 
berücksichtigt  werden.  Für  diese  Arbeit  wurden  die  Embryonen  bei  einer  mittleren 
Temperatur von 37,8°C bebrütet.
Die folgende Tabelle zeigt eine Gegenüberstellung der für die Arbeit relevanten Stadien 
mit den entsprechenden Bebrütungstagen. Die folgenden Altersangaben beziehen sich 
auf  die Stadierung nach HAMBURGER und HAMILTON (1951),  so dass hierfür  die 
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Kürzel HH verwendet werden. HAMBURGER und HAMILTON (1951) unterteilten die 
Embryonalentwicklung  in  45  Stadien,  von  denen  nur  einige  in  dieser  Arbeit  
berücksichtigt wurden.
Tabelle 1: Vergleich der verwendeten Stadien 
nach HAMBURGER und HAMILTON (1951) 
mit den Bebrütungstagen bei einer Bruttemperatur von 37,8°C
5.3. Histologische  und histochemische Methoden
5.3.1. Einbettung der Proben
Ein Teil der Proben wurde in Paraffin eingebettet, der andere Teil in Technovit 7100, 
einem wasserlöslichen, schrumpfungsfreien Hydroxyethylmethacrylat (HANSTEDE und 
GERRITS, 1983). Zur problemlosen Einbettung wurden die Proben vorher mehrmals 
mit  70%  igen  Alkohol  gespült,   um  die  Pikrinsäure  der  Bouin`schen  Lösung 
auszuwaschen. Für die Einbettung in Technovit wurde dem 70%igen Alkohol zusätzlich 
einige Tropfen Ammoniaklösung zum Spülen beigemischt. 
Die Proben für die Paraffineinbettung durchliefen eine aufsteigende Alkoholreihe bis in 
Xylol, danach kamen sie in flüssiges Paraffin und wurden ausgegossen.
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Stadium HH Bebrütungstag
23 – 24 4
25 – 27 5
28 – 29 6
30 – 32 7












Die Proben durchliefen für  die Einbettung in Technovit  7100 (Kulzer)  ebenfalls eine 
aufsteigende  Alkoholreihe  und  wurden  über  Nacht  in  Technovit  7100  mit  Härter  1 
gelagert.  Nach  Hinzufügung  von  Härter  2  wurden  die  Proben  in  einer  Spezialform 
ausgegossen und nach kompletter Aushärtung jeweils mit Technovit 3040 (Kulzer) auf 
einen Plastikblock aufgeklebt.
5.3.2. Anfertigung histologischer Schnitte
Die Anfertigung der Paraffinschnitte  geschah mit  einem Schlittenmikrotom (Reichert-
Jung) mit einer Schnittdicke von 3 µm, danach folgte eine Streckung der Schnitte in 
einem  37°C  warmen  Wasserbad  und  das  Aufziehen  auf  einen  beschichteten 
Objektträger.  Getrocknet  wurden  die  Schnitte  über  Nacht  bei  etwa  37°C  im 
Wärmeschrank.
Die  Technovitschnitte  wurden  mittels  eines  motorbetriebenem   Rotationsmikrotoms 
(Autocut,  Reichert-Jung) in einer Dicke von etwa 3µm angefertigt,  auf 60°C warmen 
Wasser gestreckt, auf einen unbeschichteten Objektträger aufgezogen und nachfolgend 
auf diesem bei 90°C aufgebrannt.
5.3.3. Übersichtsfärbungen
Die  Paraffinschnitte  wurden  zur  Übersicht  mit  Hämalaun-Eosin  (HE)  (BÖCK,  1989) 
gefärbt.   Nach dem Entparaffinieren über Xylol  und einer absteigenden Alkoholreihe 
wurde  die  Kernfärbung  mit  Hämalaun  (nach  Delafield)  durchgeführt.  Um  die 
überschüssige Farbe zu entfernen, wurde 15 min mit Leitungswasser gespült. Danach 
ging  es  zur  Gegenfärbung  in  1%  alkoholisches  Eosin.  Nach  einer  aufsteigenden 
Alkoholreihe zur Entwässerung wurde mit Eukitt eingedeckt.
Die Technovitschnitte  wurden  ohne Vorbehandlung eine  Stunde in  Hämalaun (nach 
Delafield)  gefärbt  und  nach  einer  Spülung  in  Aqua  dest.  im  wässrigen  Eosin 
gegengefärbt.  Nach  Spülung  in  80%  Alkohol  wurden  die  Schnitte  nach  dem 
Lufttrocknen mittels DePex eingedeckt.
Mit  den  Technovitschnitten  wurde  eine  weitere  Übersichtsfärbung  durchgeführt,  die 
Safranin-Toluidinblau-Färbung. Nach zweiminütiger Färbung der nicht vorbehandelten 
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Schnitte  in der Safranin-Toluidinblau-Lösung wurden sie mit  Aqua dest.  sowie  einer 
kurzen Alkoholreihe gespült und nach dem Lufttrocknen mit DePex eingedeckt.
An  den  Paraffinschnitten  wurden  die  Immunhistochemie  und  auch  die  In-situ-
Hybridisierung durchgeführt.
5.3.4. Immunhistochemie 
Die Immunhistochemie dient in dieser Arbeit dem Nachweis bestimmter Connexine über 
eine spezifische Antigen-Antikörper-Reaktion.
Die verwendeten Connexin-Antikörper stammen von Kaninchen und Maus und sind in 
der nachfolgenden Tabelle 2 aufgeführt.
Tabelle 2: Verwendete Antikörper
Isotyp Firma Host Verdünnung
Cx26 ZYMED Mouse 0,5 mg/ml
1:75
Cx30 ZYMED Rabbit 0,25 mg/ml
1:50






Cx43 ZYMED Rabbit 0,25 mg/ml
1:100
Cx45A Biotrend Mouse 1 mg/ml
1:50
Während  mehrerer  Probereaktionen  wurde  die  spezifische  Verdünnung  für  die 
einzelnen Nachweise herausgefunden, sowie die optimalen Reaktionsbedingungen, wie 
die Temperatur und die Zeit,  in der der Antikörper optimal  wirken kann.  Die besten 
Ergebnisse  für  alle  in  dieser  Arbeit  benutzten  Antikörper  ergaben  sich  bei  einer 
Reaktionsdauer von etwa zwölf Stunden und einer optimalen Temperatur von 4°C.     
Das Grundrezept für Paraffinschnitte (Tab.3) wurde für alle Connexinnachweise gleich 
ausgeführt, nur die Konzentration der einzelnen Antikörper unterschied sich.
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Tabelle 3: Reaktionsprotokoll für die Immunhistochemie
Entparaffinieren 2 x     10 min Xylol
            2 min Isopropylalkohol
            2 min 96% Alkohol
Hemmung der endogenen 
Peroxidase
          30 min 80% Alkohol mit 30% H²O² 
2% Lösung
            2 min 70% Alkohol
Spülung 3 x        5 min PBS
Vorbehandlung zur 
Antigendemaskierung
          30 min bei 37°C Trypsin 0,1 % pH 7,6
3 x      5 min PBS
Blockade  unspezifischer 
Reaktionen
         20 min NGS in PBS (1:5)
Primärer Antikörper Über Nacht bei 4°C Spezifische Verdünnung
Spülung 3 x      5 min PBS
Sekundärer Antikörper 
und Amplifikation
         30 min EnVision-System (DaKo)
Spülung 3 x      5 min PBS
Detektion und
Visualisierung
           5 min DAB EnVision –System
(DaKo)
Spülung            5 min PBS
2 x     10 min PBS
Dehydratation Je        2 min Aufsteigende Alkoholreihe
2 x        5 min Xylol
Eindeckung Eukitt
Lufttrocknen
Zum  Spülen  wurde  ein  PBS-Puffer  benutzt,  der  aus  Aqua  dest.,  NaCl  und 
Natriumdihydrogenphosphat  besteht  und  mit  Natronlauge  auf  einen  pH  von  7,2 
eingestellt wird.
NGS  ist  ein  neutrales  Ziegenserum,  welches  mit  PBS  verdünnt  unspezifische 
Reaktionen blockiert.
5.3.4.1. Kontrollen        
Als Negativkontrollen wurden Schnitte mitgeführt, die bis auf die Behandlung mit dem 1.  
Antikörper  den  gesamten  Reaktionsweg  durchliefen.  Dadurch  konnte  eine 
Kreuzreaktion mit auf den Schnitten vorhandenen Proteinen ausgeschlossen werden. In 
einer zusätzlichen Negativkontrolle wurde auch der 2. Antikörper aus dem EnVision-
System  DaKo  weggelassen,  so  dass  nur  mit  dem  Substrat  DAB  die  Reaktion 
durchgeführt wurde, als Spezifitätskontrolle für das DAB.
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Für  die  Positivkontrollen  wurden  für  Cx26  und  Cx32  Schnitte  von  Mäuseleber 
mitgeführt, für Cx30 und Cx31 Mäusehaut und für Cx45 Mäuseherz, die einen hohen 
Anteil  der  beschriebenen  Connexine  beinhalten,  so  dass  eindeutig  wird,  dass  die 
bestimmten  Antikörper  auch  wirklich  mit  dem  spezifischen   Antigen  reagieren  (zur 
Methodik vergl. HORNICKEL et al., 2011).
5.3.4.2. Ergebnisdokumentation
Nach der oben beschriebenen Behandlung wurden die Schnitte auf ihre Struktur- und 
Reaktionsqualität kontrolliert und anschließend  fotografiert. Die Fotos wurden an einem 
ZEISS  Axioskop  Mikroskop  mit  Hilfe  einer  digitalen  Kamera  (Olympus  DP  70)  in 
verschiedenen Vergrößerungen dokumentiert.
5.3.5. In-situ-Hybridisierung
5.3.5.1. Herstellung der spezifischen Gensonden für die In-situ-Hybridisierung
Zum  eindeutigen  Nachweis  der  spezifischen  Connexine  wurde  anhand  dreier 
ausgewählter  Connexine  eine  In-situ-Hybridisierung  durchgeführt.  Mittels  dieser 
Technik wird die spezifische RNA in einer Zelle nachgewiesen, die beweist,  dass ein 
bestimmtes Protein hier auch wirklich synthetisiert wird. Für diese Arbeit wurden Cx26, 
Cx30 und Cx32 ausgesucht.  
Zur Durchführung der In-situ-Hybridisierung wird die bestimmte mRNA benötigt, die aus 
der  DNA transferiert  werden muss.  Die ursprüngliche Cx-DNA für  Cx26,  Cx30 oder 
Cx32  im  jeweiligen  Plasmidvektor  stellte  uns  freundlicherweise  Prof.  Dr.  Anaclet 
Ngezahayo (Institut für Biophysik, Leibniz Universität Hannover) zur Verfügung.
Die  Aufreiningung  der  Plasmid-DNA,  E.  coli-Transformation  und  Restriktionsanalyse 
wurde nach SAMBROOK und RUSSEL (2001) durchgeführt.
Die Connexin cDNA-Moleküle wurden in den pCRII-TOPO Vector subkloniert, der auf 
einer  Seite  der  multiple  cloning site  eine SP6- und auf  der  anderen Seite  eine T7-
Promotorregion  trägt.  Die  Orientierung  der  jeweiligen  cDNA  wurde  durch 
Restriktionsanalyse  ermittelt  und  über  DNA-Sequenzierung  verifiziert.  Sense  bzw. 
Antisense RNA-Moleküle wurden nach Synthese mit  SP6- oder T7-RNA-Polymerase 
mit Digoxigenin-UTP markiert. Hierzu wurde der DIG RNA Labeling KIT (SP6/T7) von 
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Roche  Applied  Science  laut  Anleitung  des  Herstellers  eingesetzt.  In  der  späteren 
Datenanalyse konnte kein Unterschied zwischen RNA-Sonden gefunden werden, die 
mit linearisierten oder nicht-linearisierten Plasmiden hergestellt wurden. Die erfolgreiche 
RNA-Synthese wurde mittels Agarose Gelelektrophorese überprüft.
Antisense-Sonden  wurden  in  den  Gewebeproben  für  die  Hybridisierung  eingesetzt, 
während Sense-Sonden als Negativkontrolle dienten.
5.3.5.2. Reaktionsprotokoll der In-situ-Hybridisierung
Die In-situ-Hybridisierung wurde an ausgesuchten Paraffinschnitten durchgeführt.  Die 
Schnitte wurden von Embryonen im Alter von 4, 7, 9, 11, 13 und 17 Tagen durchgeführt 
und zum Vergleich noch an Schnitten von einem adulten Tier.
In Tab. 4 wird die In-situ-Hybridisierung anhand eines abgeänderten Protokolls von Dr. 
M.K.–H. Schäfer, Philipps-Universität Marburg (Anatomisches Institut) dargestellt.
Tab. 4: Reaktionsprotokoll der In-situ-Hybridisierung
Entparaffinierung und
Rehydrierung
2 mal 10 min Xylol
       Je 5 min Absteigende  Alkoholreihe 
bis 50% Alkohol
            5 min A. dest.
Vorbereitung           10 min Sterilisierter PBS Puffer
          10 min bei 37°C PK-Treatment
        Kurz A. dest. (steril)
Spülen 3 mal  5 min PBS  (steril)
Hybridisierung Über Nacht bei 60°C 5 ng/µl DIG RNA-Probe in 
Standard 
Hybridisationspuffer
Post-Hybridisierung             Kurz  2X SSC
         10 min  2X SSC
         10 min  1X SSC
          30 min 37°C RNase A Treatment
         10 min  1X SSC
         10 min 0,5X SSC
         10 min 0,2X SSC
         60 min bei 60°C 0,2X SSC
         10 min 0,2X SSC
         10 min A. dest .
DIG-Detektion         Kurz Waschpuffer
         30 min Blockergebrauchslösung
         30 min Antikörpersubstanz
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3 mal 15 min Waschpuffer
Visualisierung 2 mal 10 min Detektionspuffer
          30 min HNPP / Fast Red TR
      Kurz Waschpuffer
           30 min HNPP / Fast Red TR Mix
           10 min A. dest. (redist.)
Eindecken Movicol
Lufttrocknen im Dunklen
5.3.5.2. Reagenzien für die In-situ-Hybridisierung 
PK-Treatment bestehend aus der Proteinkinase K (0,1 µg/ml) im PK-Puffer, der aus 1 M 
TRIS (pH 8); 0,5 M EDTA (pH 8), Aqua dest. und der PK Stocklösung (10 mg/ ml) 
besteht.
Der  SSC-Puffer besteht  aus 3 M NaCl–Lösung und 0,3 M Natriumcitrat-Lösung bei 
einem pH von 7,0.
RNase A-Treatment besteht aus einem Puffer aus 10 mM Tris-Lösung vermischt mit 0,5 
M NaCl-Lösung und 1mM EDTA-Lösung  mit einem pH von 8, mit 20 µg/ml RNase A.
Die  DIG  Detektion  wurde  mittels  DIG-  Nuclecacid  Detectionskit  gefolgt  von  der 
Visualisierung  mittels HNPP Fluorescent Detection Kit  von Roche Applied Science 
nach Herstellerangaben durchgeführt. 
5.3.5.4. Dokumentation
Die Fotos zur Dokumentation wurden mittels eines ZEISS Axioskop mit einer digitalen 




6.1. Ergebnisse der Immunhistochemie
Im Zusammenhang mit der bildlichen Darstellung der Befunde muss zunächst darauf 
hingewiesen  werden,  dass  es  äußerst  schwierig  war,  die  frühen  Stadien,  mit  einer 
Größe der Embryonen von 1 bis 2,5 cm (Entwicklungsalter von 28 h bis 4 d) (KEIBEL 
und ABRAHAM,  1900),  relevant  zu  dokumentieren.  Da auch die  auf  die  Antikörper 
ansprechenden  Proteine  der  Zellen  und  Gewebe  nur  in  sehr  geringen  Mengen 
auftraten, fiel auch die Farbreaktion relativ schwach aus. Dies ist nicht nur unter dem 
Aspekt  zu  sehen,  dass  die  Connexine  in  die  noch  sehr  dünnen  Zellmembranen 
eingebaut  wurden,  sondern  zudem  die  Bildung  in  den  Zellorganellen  bzw.  eine 
Ansammlung im Zytoplasma zunächst lichtmikroskopisch nicht erfasst werden konnten. 
Hierzu  müssten  bei  weiterführenden  Untersuchungen  ultrahistochemische  Verfahren 
angewandt  werden.  Um den Einblick in das erste Geschehen etwas zu verbessern, 
wurden die Präparate daher auch mit Hilfe der Phasenkontrastmikroskopie analysiert,  
die  den  mit  der  HRP-DAB  Methodik  (DAB  EnVision  System,  DAKO)  gebildeten 
bräunlichen Farbstoff  deutlicher  kennzeichnet,  vgl.  Fig.  16  S.  70.  Diese Technik  ist 
bereits seit einiger Zeit bekannt (s. z.B.  MEYER et al., 1984).
6.1.1. Connexin26
Haut
Das  Connexin26  lässt  sich  mittels  immunhistochemischer  Methodik  ab  dem  5. 
Entwicklungstag (Stadium 25 - 27 HH) im Hühnerembryo nachweisen. Dann ist dies 
Connexin vereinzelt im Periderm vorhanden. Auch sind positive Reaktionen zwischen 
den Fibroblasten im Mesenchym auffindbar. Während der weiteren Entwicklung lässt 
sich  Connexin26 vorzugsweise  zwischen den langgestreckten Zellen  des Periderms 
finden, doch zeigen auch die Zellen des Stratum basale Connexin26 an den lateralen 
Zellgrenzen und im Bereich zur Basalmembran hin. In der Dermis ist Connexin26 im 
Endothel  der  Gefäße  deutlich  erkennbar.  Bei  weiterer  Proliferation  der  epidermalen 
Zellen  mit Bildung eines Stratum intermedium, ab dem 11. Entwicklungstag (Stadium 
37 HH), sind die Connexinreaktionen an apikalen und lateralen Zellwänden im Stratum 
intermedium sichtbar. Besonders in den vielen Zellfortsätzen, die mit den benachbarten 
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Zellen eine komplexe, verzahnte Kopplung zeigen, kann man die Connexine erkennen. 
Mit den Zellfortsätzen erhöhen die Zellen die Grenzfläche zu den Nachbarzellen und 
weisen  somit  eine  rege  interzelluläre  Kommunikation  auf.  Im  Stratum  basale  fällt  
Connexin26 vor allem im Bereich auf, wo die proliferierenden Zellen der Basalmembran 
anliegen und mit  ihr  verbunden sind.  Im Periderm findet  sich  Connexin26  auch  im 
apikalen Zellbereich, an der Grenzlinie von der Epidermis zur Basalmembran hin, die 
die Epidermis von der Dermis trennt, bzw. über die Epidermis mit der Dermis in Kontakt 
steht. Aber auch in den apikalen Zellwänden der Peridermzellen, über die der Embryo 
in Kontakt mit der Amnionflüssigkeit steht. Ab dem 13. Entwicklungstag (Stadium 39 
HH) fällt auf, dass sich eine Expression des Connexin26 in der Epidermis fast nur noch 
auf  das sich  immer  weiter  differenzierende  Stratum intermedium und  das Periderm 
beschränkt. Das letztere wandelt sich langsam in ein Stratum corneum um, bis sich am 
19.  Entwicklungstag  (Stadium  45  HH)  nur  noch  in  den  Stratum  corneum-Zellen 
Connexin26 nachweisen lässt. In der Dermis tritt dies Connexin, abgesehen von den 
Strukturen, die zur Federfollikelentwicklung gehören, nur noch in den Endothelzellen 
der Blutgefäße auf. 
Fig.14:  Cx26,  Hühnerembryo  5.  Entwicklungstag,  Stadium  26/27  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach; Connexin26 mit Pfeilen gekennzeichnet im Periderm und Mesenchym
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Fig.15:  Cx26,  Hühnerembryo  7.  Entwicklungstag,  Stadium  31/32  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach;Connexin26 im Periderm, Stratum basale und nur noch vereinzelt im Mesenchym
Fig.16:  Cx26,  Hühnerembryo  11.  Entwicklungstag,  Stadium  37  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach;  Phasenkontrast;  Connexin26  im  gesamten  epidermalen  Bereich  und  in  den  sich 




Connexin26  ist  ab  dem  10.  Entwicklungstag  (Stadium  36  HH)  nicht  nur  in  den 
epidermalen  Zellen,  sondern  auch  in  den  sich  nun  vermehrt  proliferierenden 
Fibroblasten des Mesenchyms nachweisbar. Es zeigt somit eine starke Expression in 
den  mesenchymalen Verdichtungen der Federplakode. Ab dem 11. Entwicklungstag 
(Stadium  37  HH)  lässt  sich  das  Connexin  im  fortschreitenden  Wachstum  der 
Federplakode  über  das  Epithelniveau  hinaus  noch  in  den  apikalen  Fibroblasten 
nachweisen, im Bereich der epidermalen Zellen und der Endothelzellen der Blutgefäße. 
Am 13. Entwicklungstag (Stadium 39 HH) fällt auf, dass in der Federplakode auch die 
Connexin-Reaktion  nur  noch  vereinzelt  erkennbar  ist,  bis  am  15.  Entwicklungstag 
(Stadium 41 HH) Connexin26  wieder vermehrt im Stratum intermedium sichtbar wird, 
wobei eine langsame Ausdehnung des Stratum intermediums zu beobachten ist und in 
einigen  Regionen  auch  schon  ein  Stratum  transitivum  hinzukommt.  In  den  frühen 
Federstrukturen ist Connexin26 zu dieser Zeit nur in den epidermalen, langgestreckten, 
sich verhornenden Zellen nachweisbar. In der Dermis beschränkt sich der Connexin26 
auf die Endothelzellen der Blutgefäße.
Ab dem 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) wird das Periderm langsam abgestreift  
und ein Stratum corneum bildet sich aus.  Auch in der Federpapille, direkt unterhalb von 
Epidermis  und  Dermis,  lässt  sich  Connexin26  aufzeigen.  Im  Stratum corneum und 
Stratum transitivum findet es sich bis zum 19. Entwicklungstag (Stadium 45 HH), also 
dem Tage des Schlupfes. Auch in den Primärleisten der jetzt vorhandenen Federn und 
den verhornenden Zellen des Federschaftes tritt Connexin26 auf. In der Dermis ist es 
deutlich  im  Endothel  der  Blutgefäße  sichtbar.  Connexin26  ist  somit  während  der 
Entwicklung  des  Federfollikels  nachweisbar,  so  dass  bei  unterschiedlich  weit 
entwickelten Federfollikeln eine unterschiedliche Connexinexpression auffällt.
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Fig.17:  Cx26,  Hühnerembryo  10.  Entwicklungstag,  Stadium  36  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach;  Phasenkontrast;  Connexin26  im  Bereich  der  Epidermis  und  der  mesenchymalen 
Verdichtungen, sowie des Endothels der Blutgefäße.
Fig.18:  Cx26,  Hühnerembryo  11.  Entwicklungstag,  Stadium  37  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach;  Connexin26  in  den  sich  weiter  entwickelnden  Federplakode  und  auch  in  den  
epidermalen Zellschichten
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Fig.19:  Cx26,  Hühnerembryo  13.  Entwicklungstag,  Stadium  39  HH,  Objektivvergrößerung 




Connexin30  lässt  sich  im  Laufe  der  Entwicklung  der  Haut  in  allen  Stadien  der 
Entwicklung  nachweisen,  doch  ist  das  Expressionsmuster  zu  unterschiedlichen 
Entwicklungszeitpunkten auch unterschiedlich ausgeprägt. So ist dies Connexin um den 
4.Entwicklungstag (Stadium 23/24 HH) vor allem im apikalen Bereich der Zellen des 
Stratum  basale  zum  Periderm  hin,  im  Periderm  und  vereinzelt  im  Mesenchym 
nachweisbar.  Ab  dem  6.  Entwicklungstag  (Stadium  28/29  HH)  nimmt  erstmal  die 
Connexinexpression  im  Periderm  ab,  bleibt  aber  in  den  basalen  Abschnitten  der 
Stratum basale Zellen bestehen. Bei gleichzeitiger Zunahme der Connexinexpression in 
den  apikalen  Zellwänden  der  Mesenchymzellen  direkt  unterhalb  der  Basalmembran 
imponieren  diese  Anteile  schon  in  niedrigen  Vergrößerungen,  so  dass  eine 
Basalmembran  vorgetäuscht  wird.  Ab  dem  10.  Entwicklungstag  (Stadium  36  HH) 
erkennt  man  wieder  vereinzelt  Connexine  in  den  Peridermzellen,  die  dann  bis  zur 
vollständigen Umwandlung in  ein  Stratum corneum bestehen bleiben.  Auffallend ist, 
dass eine Verbindung der Basalzellen untereinander über die lateralen Zellmembranen 
mittels Connexin30 nicht erkennbar ist. Ab dem 8. Entwicklungstag (Stadium 33/34  HH) 
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ist ein vermehrtes Expressionsmuster nicht nur in den epidermalen Zellen zu sehen, 
sondern zunehmend auch in den Zellen der mesenchymalen Verdichtungen unterhalb 
der Epidermis, die die Bildung der Federplakode initiieren. In der weiteren Entwicklung 
der mesenchymalen Verdichtungen nimmt dort die Expression von Connexin30 ab. Ab 
dem 11. Entwicklungstag (Stadium 37 HH) nimmt die Expression von Connexin30  in 
den mesenchymalen Zellen, die die spätere Dermis bilden immer weiter  ab,  in  den 
epidermalen  Zellen  dagegen  immer  weiter  zu,  vor  allem  im  sich  schnell  weiter 
entwickelnden  Stratum  intermedium,  welches  in  diesem  Zeitraum  durch  eine  hohe 
Proliferationsrate gekennzeichnet ist. Bei der weiteren Entwicklung der Hautschichten 
fällt insgesamt auf, dass in den epidermalen Zellen immer auch Connexin30 gebildet 
wird,  während dies in  den Zellen der Dermis auf  die Endothelzellen der  Blutgefäße 
beschränkt bleibt. So ist z.B. am 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) vor allem in den 
sich jetzt differenzierenden Stratum corneum und Stratum intermedium der Epidermis 
eindeutig Connexin30 nachweisbar. 
Fig.20:  Cx30,  Hühnerembryo  4.  Entwicklungstag,  Stadium  23/24  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach;  Connexin30  in  den  epidermalen  und  mesenchymalen  Zellen  (mit  Pfeilen 
gekennzeichnet).
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Fig.21:  Cx30,  Hühnerembryo  6.  Entwicklungstag,  Stadium  28/29  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach;  eindeutig  kein  Nachweis  von  Connexin30  mehr  im  Periderm,  v.a.  unterhalb  
der Basalmembran.
 
Fig.22:  Cx30,  Hühnerembryo  10.  Entwicklungstag,  Stadium  36  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach;  Connexin30  tritt  wieder  im  Periderm  auf,  hauptsächlich  immer  noch  im  Bereich  
der Basalmembran.
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Fig.23:  Cx30,  Hühnerembryo  11.  Entwicklungstag,  Stadium  37  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach;  Connexin30  eindeutig  im Bereich  des  Periderms,  dichtere  Fibroblastenformation  im 
Bereich der späteren Dermis und locker im Bereich der späteren Hypodermis.
Fig.24:  Cx30,  Hühnerembryo  17.  Entwicklungstag,  Stadium  43  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin30 im epidermalen Bereich und auch zwischen den Fibroblasten der Dermis.
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Federfollikel
Ab dem 10. Entwicklungstag (Stadium 36  HH) ist ein erhöhtes Expressionsmuster von 
Connexin30 in den epidermalen Zellen im Bereich der sich entwickelnden Federplakode 
sichtbar. Die Plakode beginnt dann, sich aufgrund der zunehmenden Proliferation der 
epidermalen Zellen über das Plateau der umgebenen Epidermis hinaus zu erhöhen, 
besonders  deutlich  im  Stratum  intermedium,  und  durch  die  Proliferation  der 
Fibroblasten im Mesenchym. Dort ist während der Proliferation der Zellen vor allem in 
den Fibroblasten reichlich Connexin30 nachweisbar, aber auch in der Verdichtung der 
Epidermis  in  diesen  Gebieten  erkennt  man eine  Erhöhung der  Expressionsrate.  Im 
Bereich  des  sich  stark  vermehrenden  Stratum  intermedium  sind  die  Zellen  mittels 
reichlich  Connexin30 untereinander  verbunden,  was  insbesondere für  deren laterale 
Plasmamembranen gilt. Ab dem 11. Entwicklungstag (Stadium 37 HH) verschiebt sich 
das  Expressionsmuster  weiter  in  Richtung  Stratum intermedium und  Periderm.  Die 
Zellen epidermalen Ursprungs in den sich entwickelnden Federn weisen im Gegensatz 
zu den Zellen mesenchymalen Ursprungs eine vermehrte Expression des Connexins 
auf. Ab dem 13. Entwicklungstag (Stadium 39 HH) sind zudem bestimmte Zellen in der 
Dermis   Connexin30-positiv,  ohne  dass  man  ihnen  einen  direkten  epidermalen 
Ursprung zuordnen kann. So lässt sich das Protein auch in den Endothelzellen und in 
den  Vorläuferzellen  der  späteren  Federmuskulatur  nachweisen.  In  der  weiteren 
Entwicklung sind positive Reaktionsanfärbungen im Bereich der  apikalen Zellen des 
Stratum intermedium und dem noch vorhandenen Periderm zu sehen, und weiter um 
die Federfollikel herum im Bereich der Federbasis. Während der folgenden Entwicklung 
nimmt die Expression in den Endothelzellen der Gefäße wieder ab, wobei sie allerdings 
im Bereich der Epidermis  bestehen bleibt.
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Fig.25: Cx30 Hühnerembryo 7. Entwicklungstag,  Stadium 30 - 32 HH, Objektivvergrößerung 
20fach; Connexin30 im Periderm und den mesenchymalen Zellvermehrungen und im Endothel 
der Blutgefäße.
Fig.26:  Cx30,  Hühnerembryo  10.  Entwicklungstag,  Stadium  36  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin30 vor allem im Bereich der epidermalen Zellschichten.
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Fig.27:  Cx30,  Hühnerembryo  13.  Entwicklungstag,  Stadium  39  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach; Connexin30 in den epidermalen Zellen der Haut und des Federfollikels, des Endothels 
der Blutgefäße und in der Federmuskulatur.
Fig.28:  Cx30,  Hühnerembryo  15.  Entwicklungstag,  Stadium  41  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin30 in den Follikelepithelzellen und der Federmuskulatur.
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Fig.29:  Cx30,  Hühnerembryo  19.  Entwicklungstag,  Stadium  45  HH,  Objektivvergrößerung 




Connexin31 ist  während der embryonalen Entwicklung in der Epidermis und Dermis 
des Hühnchens nachweisbar. Dabei ist auffällig, dass es in den epidermalen Schichten 
v.a.  an  den  lateralen  Zellgrenzen  der  Stratum  intermedium-Zellen  auftritt.  Die 
Syntheserate  scheint  im Gegensatz  zu  anderen  Connexinen  in  diesen  epidermalen 
Schichten weniger intensiv abzulaufen. Die Fibroblasten des Mesenchyms zeigen einen 
deutlichen Nachweis  von Connexin31,  wobei  dieser  bei  der  Vermehrung der  Zellen 
intensiver wird. Während des 13. Entwicklungstages (Stadium 39 HH) ist der Nachweis 
für  das  Connexin  in  den  epidermalen  Schichten  und  auch  in  den  dermalen  Zellen 
deutlich, ebenfalls in den Endothelzellen der Blutgefäße. Ab dem 14. Entwicklungstag 
(Stadium 40 HH) bildet sich langsam das Stratum corneum, in dessen Zellen anfangs 
noch Connexin31 auftritt. Im weiteren Verlauf der Entwicklung der Epidermis lässt sich 
ab dem 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) kein Connexin31 mehr in dieser Schicht 
finden.  Insgesamt  zeigen  sich  auch  nur  im  Stratum  intermedium  noch  vereinzelt 
Anfärbungen für Connexin31. Im Gegensatz dazu offenbaren die dermalen Zellen einen 
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eindeutigen Nachweis dieses Connexins, zudem lässt es sich zwischen den Fettzellen 
der Hypodermis finden. 
Fig.30: Cx31, Hühnerembryo 7. Entwicklungstag, Stadium 30 - 32 HH, Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin31 im Bereich des Periderms und des Mesenchyms.
Fig.31:  Cx31,  Hühnerembryo  14.  Entwicklungstag,  Stadium  40  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Darstellung von Connexin31 in allen Schichten der Haut 
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Fig.32:  Cx31,  Hühnerembryo  17.  Entwicklungstag,  Stadium  43  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin31 vereinzelt im Bereich der Epidermis und vermehrt im Bereich der Dermis.
Federfollikel
Ab dem 10. Entwicklungstag (Stadium 36 HH) wird deutlich, dass mehr Connexin31 von 
den Zellen der Dermis synthetisiert wird, als von den epidermalen Zellen. So tritt  es 
unterhalb der sich bildenden Federplakoden in den mesenchymalen Zellverdichtungen 
deutlich  auf;  in  der  Epidermis  aber  nur  vereinzelt  und  da  vor  allem  im  Stratum 
intermedium, welches sich zusehends im Bereich der Federplakode bildet. Unterhalb 
der  Basalmembran  findet  sich  auf  der  Seite  zur  Dermis  hin  gleichfalls  vermehrt 
Connexin31, so dass die Basalmembran verdichtet erscheint. Im weiteren Verlauf der 
Entwicklung zeigen sich positive Nachweise vor allem in den sich ausdifferenzierenden 
Bindegewebszellen. Auch in den Zellen der Federmuskulatur sind die Connexine in den 
lateralen Zellverbindungen nachweisbar. Die Endothelzellen der Gefäße synthetisieren, 
wie  auch  schon  Connexin26,  Connexin30  und  Connexin32,  zusätzlich  Connexin31, 
wobei auffällt, dass dies nicht für die Erythrozyten zutrifft und es sich auch nicht in ihrer 
Zellmembran  nachweisen  lässt.  Das  Stratum  corneum  zeigt  im  Rahmen   seiner 
Entwicklung nur anfangs einen leicht positiven Nachweis für Connexin31, später nicht 
mehr,  d.h.  ausgereifte  Keratinozyten,  die  das  Stratum  corneum  bilden,  reagieren 
negativ.  Neben  den  eindeutigen  Nachweisen  dieses  Connexins  in  den 
Federmuskelzellen, den Endothelzellen und in den Kollagenfasern der Follikeldermis, 
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ist  kein  Nachweis  in  den  elastischen  Fasern  der  Follikeldermis  möglich.  Dies  ist  
deutlich ab dem 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) erkennbar.   
Zusammenfassend  gesehen  ist  Connexin31  ein  Connexin  welches  vor  allem  in 
dermalen Zellen gebildet und nachgewiesen werden kann. In den epidermalen Zellen 
zeigt es eine hohe Expressionsrate zu der Zeit, in der eine hohe Zellvermehrung auftritt,  
d.h. es ist vor allem im Bereich des Stratum intermediums sichtbar, besonders wenn 
sich  in  kurzer  Zeit  viele  Zellen  bilden.  So  ist  auch  bei  der  Bildung  der  Zellen  der  
Federspule  eine  Expression  von  Connexin31  erkennbar.  Sobald  die  Zellen  der 
Federspule sich zu reifen Keratinozyten entwickelt haben, kann man hier kein Connexin 
mehr  finden,  wohingegen  in  den  meisten  dermalen  Zellen  Connexin31  noch 
nachweisbar bleibt.
Fig.33: Cx31,  Hühnerembryo 7. Entwicklungstag, Stadium 30 - 32 HH, Objektivvergrößerung 
40fach;  Connexin31  nachweisbar  zwischen  den  proliferierenden  Fibroblasten,  nicht  in  der 
Epidermis.
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Fig.34: Cx31, Hühnerembryo 9. Entwicklungstag, Stadium 35 HH, Objektivvergrößerung 40fach; 
In dem sich bildenden Stratum intermedium ist kein Connexin31 nachweisbar, sondern in den 
proliferierenden Fibroblasten.
Fig.35:  Cx31,   Hühnerembryo  17.  Entwicklungstag,  Stadium  43  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach;  Connexin31  in  Fibroblasten  und  Endothel  der  Dermis  nachweisbar,  nicht   in  den 
epidermalen Zellen.
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Fig.36:  Cx31,  Hühnerembryo  19.  Entwicklungstag,  Stadium  45  HH,  Objektivvergrößerung 




Connexin32 ist während der Entwicklung der Haut des Hühnchens in unterschiedlichen 
Expressionsmustern nachweisbar.  So zeigen in den frühen Entwicklungsphasen, wie 
dem  4.  und  5.  Entwicklungstag  (Stadium  23  –  27  HH)  im  gesamten  Embryo,  die 
mesenchymalen  Zellen  und  die  lateralen  Zellverbindungen  im  Periderm  eine 
Expression.  Ab  dem  6.  Entwicklungstag  (Stadium  28/29  HH)  liegt  eine  minimale 
Expression  in  den  lateralen  Zellgrenzen  des  Stratum  basales  und  eine  vermehrte 
Expression in den Mesenchymzellen vor. Ab dem 7. Entwicklungstag (Stadium 30 - 32 
HH)  ist  das  Connexin  noch  vereinzelt  im  Stratum  basale  vorhanden.  Ab  dem  8. 
Entwicklungstag  (Stadium  33/34  HH)  findet  sich  eine  zunehmende  Expression  im 
Stratum  basale,  dafür  weit  weniger  im  Mesenchym,  dort  zeigt  sich  deutlich  eine 
Expression in den Zellwänden der Erythrozyten und auch in der Plasmamembran der 
Endothelzellen der sich bildenden Gefäßwände. In der weiteren Entwicklung der Haut 
erkennt  man immer  deutlicher  die  vermehrte  Expression  in  den sich  entwickelnden 
Epithelschichten,  vor  allem  im  Stratum  basale  und  im  Stratum  intermedium.  Im 
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Mesenchym  ist,  je  nach  Entwicklungszeitraum,  in  verschiedenen 
Zellzusammenschlüssen  Connexin32  nachweisbar.  Während  des  14. 
Entwicklungstages (Stadium 40 HH) wird eine zunehmende Bildung von Connexin32 in 
bestimmten Zellgruppierungen der Dermis deutlich, so z.B. in den Federmuskelzellen. 
Am 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) erkennt man sehr gut einen Unterschied in 
der Expression von Connexin32 in den Zellen der Epidermis und den Zellen der Dermis. 
So tritt eine deutliche Connexinexpression in den sich langsam formenden Zellen des 
Stratum corneums und auch verstärkt in den Zellen des Stratum intermediums auf, als 
Hinweis auf eine zunehmende Ausdifferenzierung der Zellen zu Keratinozyten; dagegen 
nur noch vereinzelt im Stratum basale. In der Dermis und der Hypodermis beschränkt 
sich eine verstärkte Expression auf die  Endothelzellen der Blutgefäße. 
Fig.37:  Cx32,  Hühnerembryo  8.  Entwicklungstag,  Stadium  33/34  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin32 im Bereich des Stratum basale und des Periderms, am rechten Bildrand
auch in den Erythrozyten erkennbar.
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Fig.38:  Cx32,  Hühnerembryo  14.Entwicklungstag,  Stadium  40  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach;  Connexin32 in den epidermalen Zellen  und teilweise in  dermalen Zellen,  die noch  
nicht ausdifferenziert sind.
Fig.39:  Cx32,  Hühnerembryo  17.  Entwicklungstag,  Stadium  43  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin32 eindeutig vor allem in den Zellen des Stratum transitivums und des 
Stratum corneums der Epidermis.
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Federfollikel 
Ab dem 10. Entwicklungstag (Stadium 36 HH) ist Connexin32 im oberen Bereich der 
mesenchymalen  Verdichtungen  zwischen  den  Fibroblasten  dicht  unterhalb  der 
epidermalen  Zellschichten  nachweisbar.  Auch  im  Stratum  basale  und  im  Periderm 
findet  man  das  Connexin.  In  den  sich  neu  bildenden  Zellschichten  des  Stratum 
intermediums  sieht  man  an  den  lateralen  Zellgrenzen  eine  deutliche 
Reaktionsanfärbung für Connexin32.  Ab dem 11. Entwicklungstag (Stadium 37  HH) ist 
weiterhin eine vermehrte Expression im basalen Bereich des Stratum basales deutlich, 
wobei  im Besonderen die  sich  verdichtenden Fibroblasten der  Dermis  eine  erhöhte 
Expression aufweisen.  Zudem zeigt das sich bildende Endothel der Blutgefäße eine 
Expression  von  Connexin32.  In  den  weiteren  Entwicklungsstadien  ist,  wie  bei  der 
Entwicklung  der  Haut,  Connexin32  in  den  oberen  epidermalen  Schichten 
nachzuweisen. So ist es ab dem 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) eindeutig in dem 
sich langsam formenden Stratum corneum und in den oberen Schichten des Stratum 
intermediums erkennbar. Dieses wird auch in den oberen Schichten der epidermalen 
Zellen des Federfollikels deutlich. In der Dermis und Hypodermis ist das Connexin nur 
noch  in  bestimmten  Zellen  zu  finden,  so  in  den  Federmuskelzellen  und  den 
Endothelzellen der Blutgefäße. 
Fig.40:  Cx32,  Hühnerembryo  11.  Entwicklungstag,  Stadium  37  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach;  Connexin32  in  den  Zellen  des  Stratum  intermediums,  Stratum  basales  und  den 
Endothelzellen.
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Fig.41:  Cx32,  Hühnerembryo  15.  Entwicklungstag,  Stadium  41  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach; Connexin32 in den Zellen der Federbasis und der Epidermis.
Fig.42:  Cx32,  Hühnerembryo  17.  Entwicklungstag,  Stadium  43  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin32 in den epidermalen Zellen der Epidermis und auch des Follikelepithels.
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Fig.43:  Cx32,  Hühnerembryo  19.  Entwicklungstag,  Stadium  45  HH,  Objektivvergrößerung 
10fach; Übersicht eines Federfollikels in der Hypodermis liegend, Connexin32 in den Schichten 
der Epidermis, in der Federmuskulatur und dem Nervengewebe.
6.1.5. Connexin43
Haut
Connexin43  lässt  sich  während  der  gesamten  Entwicklung  in  allen  Hautschichten 
finden. Vor allem in den verschiedenen epidermalen Schichten kann es während jeder 
Entwicklungsstufe auftreten. Vom 4. bis zum 8. Entwicklungstag (Stadium 23 – 34 HH) 
lässt sich Connexin43 vor allem in den basalen Abschnitten der Stratum basale-Zellen 
darstellen, wodurch die Basalmembran auch bei kleinen Vergrößerungen als kräftige 
Struktur  sichtbar  wird.  Ab  dem  8.  Entwicklungstag  (Stadium  33/34  HH)  ist  die 
Basalmembran nicht mehr ganz so klar abgrenzbar. Dafür wird das Periderm als eine 
Lage  deutlich,  in  deren  lateralen  Zellgrenzen  das  Connexin  auftritt.  Ab  dem  10. 
Entwicklungstag (Stadium 36 HH) kann man es zudem in epidermalen Verdichtungen 
finden, wo die Epidermis dicker wird und sich ein deutliches Stratum intermedium zeigt. 
In  den  mesenchymalen  Verdichtungen  der  beginnenden  Federentwicklung  ist 
Connexin43 auch vermehrt in den Fibroblasten nachweisbar. Im weiteren Verlauf der 
Entwicklung zeigt sich eine Abgrenzung hin zu den endothelialen Zellen der Blutgefäße 
und den Zellen der Federmuskulatur. Ab dem 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) 
kann man eine deutliche Expressionsverteilung zwischen epidermalen und dermalen 
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Zellen erkennen.  So ist  ein  Nachweis  vermehrt  in  den epidermalen Zellen sichtbar, 
wobei  auffällt,  dass die jetzt  ausdifferenzierten Keratinozyten des Stratum corneums 
keine Expression von Connexin43 mehr zeigen.
Fig.44: Cx43; Hühnerembryo 5. Entwicklungstag, Stadium 25 - 27 HH, Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin43 vor allem im Bereich der Basalmembran.
Fig.45:  Cx43,  Hühnerembryo  10.  Entwicklungstag,  Stadium  36  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin43 im Bereich der epidermalen Zellen.
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Fig.46:  Cx43,  Hühnerembryo  13.  Entwicklungstag,  Stadium  39  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin43 v.a. im Bereich des Periderms und bei den sich vermehrenden Zellen  
im Mesenchym.
Fig.47:  Cx43,  Hühnerembryo  15.  Entwicklungstag,  Stadium  41  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin43 vor allem im Periderm und im Stratum intermedium  und auch in Zellen
in den Blutgefäßen und in sich weiter differenzierenden Zellen der Hypodermis.
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Fig.48:  Cx43,  Hühnerembryo  17.  Entwicklungstag,  Stadium  43  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin43 in allen Schichten der Epidermis nachweisbar.
Federfollikel
In den mesenchymalen Verdichtungen unterhalb der epidermalen Verdichtungen, d.h. 
den  Zeichen  des  Beginns  der  Federentwicklung,  lässt  sich  Connexin43  deutlich 
nachweisen.  Auch  in  den  Endothelzellen  der  Gefäße  der  Dermis  erkennt  man 
Connexin43, so dass eine Gefäßeinsprossung in die Federpapille klar sichtbar wird. Im 
weiteren  Verlauf  der  Entwicklung  kommt  Connexin43  in  der  Dermis  und  in  allen 
Schichten  der  Epidermis  vor.  Ab  dem  11.  Entwicklungstag  (Stadium  37  HH)  wird 
Connexin43  vor  allen  in  den  epidermalen  Schichten  synthetisiert,  die  an  der 
Federbildung  teilnehmen.  Weiterhin  zeigen  sich  eindeutige  Nachweise  im 
proliferierenden Bereich des Stratum basale zur Basalmembran hin. Auch  im Endothel  
der Gefäße der Dermis ist  das Connexin weiterhin anfärbbar. Während der Bildung der  
Radiogenstränge aus epithelialen Zellen fallen Connexin43 Nachweise auch in diesen 
Zellen  positiv  aus.  Ab  dem  15.  Entwicklungstag  (Stadium  41  HH)  kann  man  das 
Connexin  ebenfalls  in  der  Federmuskulatur  finden,  die  tief  in  der  Dermis  bzw. 
Hypodermis  entsteht  und  die  einzelnen  Federfollikel  miteinander  verbindet.  In  den 
Federn ist in den Zellen, die aus epidermalen Anteilen  entstehen,  zudem deutlich ein  
Connexin43–Nachweis möglich.  Ab dem 17. Entwicklungstag (Stadium 43 HH) lässt  
sich das Connexin nur noch in den sich weiter proliferierenden und noch nicht endgültig 
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ausdifferenzierten epithelialen Zellen finden. So sind klare Nachweise in den Zellen des 
Stratum basales und des Stratum intermediums der Epidermis erkennbar, aber nicht 
mehr  im Stratum corneum,  das  aus  ausdifferenzierten  Keratinozyten  besteht.  Auch 
zeigen sich noch positive Nachweise im Follikelepithel und in den basalen Zellen der 
Federspule, aber nicht mehr in den am Rande liegenden ausdifferenzierten Zellen der 
Federspule. Zusätzlich sind immer noch positive Nachweise im Gefäßendothel möglich. 
Fig.49:  Cx43,  Hühnerembryo  10.  Entwicklungstag,  Stadium  36  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin43 in den mesenchymalen Verdichtungen und den Zellen der Epidermis.
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Fig.50:  Cx43,  Hühnerembryo  11.  Entwicklungstag,  Stadium  37  HH,  Objektivvergrößerung 
20fach;  Connexin43  in  den  epidermalen  Zellen  und  den  proliferierenden  Zellen  der 
Federpapille, sowie den Endothelzellen der Blutgefäße.
Fig.51:  Cx43,  Hühnerembryo  13.  Entwicklungstag,  Stadium  39  HH,  Objektivvergrößerung 
10fach; Connexin43 in den epidermalen Zellen der Haut und der Feder.
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Fig.52:  Cx43,  Hühnerembryo  17.  Entwicklungstag,  Stadium  43  HH,  Objektivvergrößerung 
40fach; Connexin43 nur in den Epidermiszellen
6.1.6. Connexin45
Connexin45  konnte  mittels  immunhistochemischer  Methodik  in  keinem 
Entwicklungsstadium der Haut oder des Federfollikels beim Hühnchen nachgewiesen 
werden. 
Fig.53: Cx45, Hühnerembryo 4. Entwicklungstag, Stadium 23/24, Objektivvergrößerung 40fach; 
Kein Nachweis erkennbar.
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6.1.7. Ergebnisse / Tabellen
Tab.5 : Connexinexpression  in den sich entwickelnden Hautschichten
(E) = im Embryo,  (lat)  = laterale (seitliche) Zellgrenzen,  (*) = an der unteren Zellgrenze der 
Basalmembran zum Mesenchym hin 











++ ++ + (lat) + ++
Str. basale ++ + (E) ++ (E) 
Basalmembran ++  (*)
(E)
++ (E)
Tab. 6:  Connexinexpression in sich entwickelndem Federfollikel
Connexine  im  Bereich  der  Federfollikel  während  der  embryonalen  Entwicklung  vom  4. 
Entwicklungstag bis zum 19. Entwicklungstag, kurz vor dem Schlupf (Stadium 23 bis 45 HH)
Dermale 
Zellen 
Cx26 Cx30 Cx31 Cx32 Cx43
Fibroblasten + ++ ++ ++ +
Endothel + + + ++ +
Federmuskulatur + + + +
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6.2. Ergebnisse der In-situ-Hybridisierung
Mit der In-situ-Hybridisierung wird die spezifische mRNA ausgewählter Connexine in 
der  Zelle  nachgewiesen,  als  Bestätigung  der  vorangegangenen  Nachweise  in  der 
Immunhistochemie. 
In  dieser  Arbeit  wurde  für  das  Cx26,  Cx30  und  Cx32  die  In-situ-Hybridisierung 
durchgeführt. Bei allen drei Connexinen bestätigte sich der Nachweis der  Connexine 
durch Immunhistochemie in der In-situ-Hybridisierung. 
Bei  den  jüngeren  Stadien  war  eine  stärkere  unspezifische  Umgebungsreaktion 
erkennbar,  die  bei  zunehmender  Differenzierung  der  Zellen  geringer  wurde.  Dies 
korreliert mit den Ergebnissen der Immunhistochemie. So nimmt die Expression des 
Cx26 im Laufe der Entwicklung  in den verschiedenen Bereichen, vor allem im Stratum 
basale und Stratum intermedium zu. Auch während der Entwicklung des Federfollikels 
bestätigt  sich  die  Cx26  Expression  in  den  mesenchymalen  Verdichtungen.  Um die 
Expression  von  Cx26  in  ausgereiften  Keratinozyten  des  Stratum  transitivums  und 
Stratum corneums mittels In-situ-Hybridisierung zu bestätigen, wurde diese an adulter 
Hühnerhaut durchgeführt (Fig.54). Dort zeigt sich eine deutliche Fluoreszenz in diesen 
Zellschichten.
Die Bestätigung der Cx30 Expression in den epidermalen Zellen der sich entwickelnden 
Haut und auch der epidermalen Zellen der Federfollikel ließ sich mittels Nachweis der  
spezifischen  mRNA  durch  die  In-situ-Hybridisierung  zeigen.  Das  entsprechende 
Ergebnis der Fluoreszenz gleicht dem der Immunhistochemie für das Cx30 (Fig.55 und 
56).
Die  nachgewiesene  mRNA  vom  Cx32  gleicht  grundsätzlich  dem  Ergebnis  der 
Immunhistochemie. So lässt sich deutlich die Fluoreszenz in den epidermalen Zellen 
und in den Endothelzellen der dermalen Blutgefäße erkennen, und zwar bei der sich 
entwickelnden Haut und auch während der Entwicklung der Federfollikel (Fig.57).  
Auffallend  bei  allen  durchgeführten  In-situ-Hybridisierungen  ist  die  starke 
Eigenfluoreszenz  der  Erythrozyten  in  den  Blutgefäßen,  die  auf  ihre  Eisenbeladung 
zurückzuführen  ist.  Auch  die  vollständig  ausdifferenzierten  abgeschilferten 
Keratinozyten  des Stratum corneums beim adulten Hühnchen zeigen eine deutliche 
Eigenfluoreszenz,  möglicherweise  aufgrund  des  hohen  α-Keratin  Anteils  in 
ausdifferenzierten Keratinozyten, da eine vorhandene m-RNA aufgrund einer fehlenden 
Biosynthese in diesen Zellen nicht mehr möglich scheint. Die IsH wurde in dieser Arbeit  
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mit der Sense- und der Antisense-Sonde durchgeführt. Die Sense-Sonden Ergebnisse 
können so als Negativkontrolle bewertet  werden.  Mit  der Dokumentation der Sense-
Sonden  Ergebnisse  kann  man  eindeutig  die  Eigenfluoreszenz  der  Erythrozyten 
erkennen (Fig.58, hier exemplarisch für Cx32). Die Haut dagegen ist nur schemenhaft 
im Hintergrund erkennbar, zeigt somit nur eine minimale Eigenfluoreszenz. Zusätzlich 
wurden noch unbehandelte Schnitte,  Leerschnitte, auf Eigenfluoreszenz getestet, die 
ähnliche Resultate zeigten.
Fig.54: Cx26,  Adulte Hühnchenhaut, Objektivvergrößerung 20fach; Nachweis in den Zellen 
der Epidermis (E),  Eigenfluoreszenz der Erythrozyten in den Blutgefäßen (BG) und den 
ausdifferenzierten abgeschilferten Keratinozyten des Stratum corneums (SC).
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Fig.55: Cx30, Hühnerembryo 17. Entwicklungstag, Stadium 43 HH, Objektivvergrößerung 
40fach; Nachweis der mRNA über die immunfluoreszierenden Sonden in den Zellen, der 
Epidermis (E), des Follikelepithels  (FE) und der Federspule (FS), nicht mehr in den Zellen 
der Dermis (D), Eigenfluoreszenz der Erythrozyten in den Blutgefäßen (BG).
Fig.56: Cx30, Hühnerembryo 11. Entwicklungstag, Stadium 37 HH, Objektivvergrößerung 
40fach; Vor allem im Stratum Intermedium (SI) der Epidermis ist eine deutliche Reaktion 
nachweisbar,  entsprechend  der  Ergebnisse  der  Immunhistochemie,  deutliche 
Eigenfluoreszenz der Erythrozyten in den Blutgefäßen (BG) der Dermis.
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Fig.57: Cx32, Hühnerembryo 17. Entwicklungstag, Stadium 43 HH, Objektivvergrößerung 
40fach; Nicht nur die Zellen der Epidermis (E) zeigen eine positive Reaktion, auch die Zellen 
der Dermis (D); Eigenfluoreszenz der Erythrozyten in den Blutgefäßen (BG).
     
Fig.58:  Negativkontrolle  mit  einer  Sense-Sonde  des  Cx32,  17.Entwicklungstag; 
Stadium 43 HH, Objektivvergrößerung 40fach; Die abgrenzbare Epithelschicht nach außen 
lässt sich nur erahnen, bei einer deutlichen Eigenfluoreszenz der Erythrozyten.
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7. Diskussion
7.1. Kritische Betrachtung der Methodik
Zur  Erhaltung  einer  guten  Zellmorphologie  und  der  Antigene  mit  guter 
Epitopzugänglichkeit muss auf eine entsprechende Fixierungsqualität geachtet werden. 
Bei einer Überfixation, die vor allem mit Formalin beobachtet werden kann, kann es zu 
einer Maskierung der Antigene kommen. Bei Formalin geschieht dies durch vermehrte 
Aldehydverbindungen. Aber auch eine strukturelle Veränderung der Proteine, z.B. durch 
Denaturierung ist  denkbar.  Dieses kann durch  eine  erhöhte  Temperatur,  aber  auch 
durch  bestimmte  Fixierungsgemische  ausgelöst  werden.  Aufgrund  der  guten 
Permeationscharakteristika  und  gleichzeitig  bekannten  guten  Erhaltung  der  Proteine 
und damit der Antigenität (s. Übersicht bei  HORNICKEL et al., 2011), entschieden wir 
uns in der vorliegenden Arbeit, das Bouin`sche Fixierungsgemisch zu benutzen. Diese 
bewährte Lösung hat besonders bei einem so empfindlichen Gewebe wie demjenigen 
eines Embryos große Vorteile (BÖCK, 1989; HORNICKEL et al., 2011). 
Um  die  Nachweise  so  spezifisch  wie  möglich  zu  erhalten,  muss  weiterhin  darauf 
geachtet werden, dass die vorhandenen Antigene auch nach dem Schneiden noch von 
den  spezifischen  Antikörpern  erkannt  werden,  ohne  diese  zu  zerstören  oder  zu 
verändern.  Bei  einer  Paraffineinbettung  ist  das  gut  möglich.  Paraffin  ist  leicht  und 
vollständig  aus  dem  Gewebe  herauszulösen,  so  dass  keinerlei  Rückstände  die 
Ergebnisse verändern können. 
So wurden die Übersichtsfärbung, die Immunhistochemie und die In-situ-Hybridisierung 
anhand  von  Paraffinschnitten  durchgeführt.  Kunststoffschnitte,  wie  zum  Beispiel 
Technovit,  lassen  bei  vergleichsweise  dünneren  Schnitten  oft  genauere  und  auch 
schärfere  Zellgrenzen  erkennen,  als  bei  Paraffin,  doch  zeigt  sich  des  Öfteren  eine 
unspezifische Hintergrundfärbung oder eine Abschwächung der spezifischen Färbung, 
da der Kunststoff nicht vollständig aus dem Gewebe entfernt werden kann. Gleichzeitig 
ist  beim Herstellen der Schneideblöcke eine relativ hohe Temperatur notwendig, die 
einerseits die im Gewebe vorhandenen und teilweise noch nachzuweisenden Proteine 
denaturieren und sie damit für eine Antikörpererkennung unsichtbar machen kann, oder 
aber zu einer Bildung von Polymeren des Kunststoffes führt, die dann für eine erhöhte 
Hintergrundfärbung  verantwortlich  ist.  Dadurch  werden  die  Nachweise  nur  schwer 
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auswertbar. Aus diesen Gründen wurde anhand von Technovitschnitten lediglich eine 
Übersichtsfärbung durchgeführt. 
Auf die Schwierigkeit der Dokumentation v.a. der Connexinnachweise der IsH an den 
Paraffinschnitten  wurde  schon  im  Einleitungsteil  der  Ergebnisse  hingewiesen,  was 
speziell für sehr kleine Proben gilt, wie z.B. von Embryonen mit einer Gesamtlänge von 
max. 2,5 cm am 4.ET (KEIBEL und ABRAHAM, 1900). Bezieht man noch das sehr 
feine Gewebe ein, so ist es sehr schwierig, aufgrund der sehr geringen Mengen und 
auch der sehr empfindlichen Strukturen die Connexine nachzuweisen. Über die HRP-
DAB-Methodik mit Hilfe der Phasenkontrastmikroskopie wurde versucht, die Ergebnisse 
deutlicher darzustellen (MEYER et al., 1984).
Aufgrund  der  Einheitlichkeit  der  Connexine  und  der  Homologie  der  Connexine  zu 
anderen Spezies ist es möglich, Antikörper in der Immunhistochemie zu verwenden, die 
nicht  Hühnchen-spezifisch sind.  In  dieser  Arbeit  wurden Antikörper benutzt,  die ihre 
Immunität aus dem Kaninchen oder der Maus hatten. Um eine möglichst eindeutige und 
auch vergleichbare Reaktion der Nachweise zu bekommen, wurden Positivkontrollen 
mitgeführt,  wie zum Beispiel  Schnitte von der Haut der Maus für den Nachweis der 
Spezifität  des Cx30 Antikörpers.  Zum Ausschluss  unspezifischer  Hintergrundfärbung 
des  Materials  wurden  Leerpräparate  mitgeführt  und  auch  Negativkontrollen,  um 
unspezifische Reaktionen auszuschließen bzw. beim Auftreten richtig interpretieren zu 
können.  Bei  der  Darstellung  der  Ergebnisse  der  In-situ-Hybridisierung  wurden 
Leerschnitte  auf  Eigenfluoreszenz  untersucht,  um  dieses  Phänomen  bei  der 
Auswertung zu berücksichtigen. Gleichzeitig wurden bei der IsH die Proben auch mit 
der  vorher  hergestellten  Sense-Sonde  durchgeführt.  Da  diese  Sonde  die  gleiche 
Basenfolge wie die gesuchte mRNA führt, sind diese Nachweise mit Negativkontrollen 
gleichzusetzen.  Wie  im  Ergebnisteil  beschrieben,  konnte  gezeigt  werden,  dass  die 
Eigenfluoreszenz der Erythrozyten weiterhin deutlich war,  aber die Haut an sich nur 
eine  schemenhafte  Eigenfluoreszenz  als  unspezifische  Hintergrundfärbung  aufwies 
(vgl. Fig. 58). Die deutliche Eigenfluoreszenz der Erythrozyten lässt sich am ehesten 
auf deren Eisenanteil zurückführen. Auch das Stratum corneum der adulten Tiere zeigt 
eine  deutliche  Eigenfluoreszenz,  die  wahrscheinlich  auf  den Anteil  von  α-Keratin  in 
ausdifferenzierten  Keratinozyten  zurückzuführen  ist.  Ein  positiver  mRNA  Nachweis 
wäre in diesen Zellen aufgrund einer fehlenden Biosynthese nicht wahrscheinlich. 
Schwierigkeiten kann es beim Vermeiden möglicher Kreuzreaktionen geben.  So haben 
KUMAR und GILULA (1996) eine fixierungsbedingte Kreuzreaktion von Cx26 mit Cx30 
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beschrieben. Um diese auszuschließen, wurden die gesamten immunhistochemischen 
Nachweise  an  völlig  gleich  fixierten,  eingebetteten  und  geschnittenen  Proben 
durchgeführt. 
Es  ist  trotz  teilweise  unterschiedlicher  Intensität  der  einzelnen  Nachweise  der 
Connexine  keine  eindeutige  Aussage  über  die  Expressionsstärke  anhand  der 
Immunhistochemie  möglich.  Auch  ist  kein  zweifelsfreier  Rückschluss  auf  die 
Proteinmenge zu führen, da die Reaktionsintensität  sehr stark variierte.  Dies könnte 
direkt  an  der  unterschiedlichen  Proteinmenge  liegen,  aber  auch  an  der 
unterschiedlichen  Affinität  der  Antikörper  an  die  Connexine,  so  dass  lediglich  eine 
Aussage über den positiven oder negativen Nachweis möglich war, gerade wenn man 
die  einzelnen  immunhistochemischen  Nachweise  mit  den  mitgeführten  Positiv-  und 
Negativkontrollen vergleicht. Weiterhin ist nicht bekannt, wie viele Connexine genau in 
einem Gap junction-Plaque, gerade in einem Embryo vorhanden sind, so dass man 
nicht sicher von der Intensität der Nachweise auf die Anzahl der Connexine schließen 
kann.
7.2. Kritische Betrachtung der Ergebnisse
7.2.1. Gap Junctions und das Integument
Die Gap Junctions spielen während der Differenzierung der Keratinozyten eine große 
Rolle. Es zeigt sich eine Änderung in der Expression von Gap Junction Proteinen in 
Assoziation mit  dem selektiven Wechsel  der Durchgängigkeit  während ihrer Reifung 
(BRISETTE et al., 1994). Am Beispiel von Maus-Keratinozyten wurde deutlich, dass in 
den  unterschiedlichen  Phasen  der  Differenzierung  auch  unterschiedliche  Connexine 
exprimiert werden. 
So  entstehen  bei  weniger  ausdifferenzierten  Zellen  vermehrt  Cx43  und  Cx26.  Je 
ausdifferenzierter  die  Keratinozyten  sind,  desto  weniger  werden  diese  beiden 
Connexine  gebildet,  dafür  vermehrt  Cx31  und  Cx31.1.  Durch  die  unterschiedliche 
Expression von Cx43 und Cx26 im Wechsel zu Cx31 und Cx31.1 werden diese Kanäle  
auch  für  unterschiedliche  Substanzen  durchgängig.  Durch  Cx43  und  Cx26  Kanäle 
können  zum  Beispiel  Neurobiotin,  Carboxyfluoreszein  und  Lucifer  Yellow  hindurch 
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diffundieren. Im Gegensatz dazu können diese Substanzen durch Cx31 und Cx31.1 
nicht mehr diffundieren, sondern nur noch kleinere Moleküle wie Nukleotide und andere 
Aminosäuren. Genau  dieser  Umstand  der  unterschiedlichen  Porengröße  und  somit 
unterschiedlichen Möglichkeit der Durchlässigkeit bestimmter Substanzen, wurde  zum 
Nachweis  verschiedener  Connexine  eingesetzt.  Dieses  Phänomen  ist  durch  die 
unterschiedliche  Porengröße  der  einzelnen  Connexine  erklärbar  (ELFGANG  et  al., 
1995; BRUZZONE et al., 1996b; KOVAL, 2002). 
Die Aufgabe der Haut ändert sich im Laufe der embryonalen Entwicklung. Wo bei einem 
Embryo  eine  umgebene  Hülle  vorhanden  ist,  die  ihn  zur  äußeren  umgebenden 
Flüssigkeit  der  Amnionhöhle  abgrenzt,  aber  mit  ihr  im  stetigen  Kontakt  und 
Stoffaustausch steht, ist bei erwachsenem Lebewesen eine Schutzbarriere gegenüber 
möglichen schädlichen Umwelteinflüssen entstanden. Die Barrierefunktion der adulten 
Haut steht im Vordergrund und nicht mehr der stetige Stoffaustausch, wie bei einem 
sich noch in ständiger Entwicklung befindlichen Embryo. So spielen Connexine gerade 
in der embryonalen Entwicklung mit einer intensiven Differenzierung der Zellen bzw. 
des Gewebes eine zentrale Rolle (GREEN, 1988; WARNER, 1988). Die vorliegende 
Arbeit  beschäftigt  sich  zum  ersten  Mal  mit  der  Bedeutung  von  Connexinen  in  der 
Ontogenese des Hühnchens, und zwar am Beispiel des Integuments, d.h., es wird die 
neben  den  Säugetieren  am  höchsten  entwickelte  Vertebratengruppe  in  das  auf 
effektiver Kommunikation beruhende Entwicklungsgeschehen einbezogen. 
7.2.2. Selektive Connexine bei der Entwicklung des Hühnchens
Während  der  Ontogenese  des  Hühnchens  wurden  in  vielen  Organen  Connexine 
nachgewiesen mit einer speziellen Gewebeverteilung, wie z.B. Cx42, Cx43 und Cx45 in 
den Herzmuskelzellen (BEYER at al.,  1990; Musil,  1990) und auch Cx45 im Magen 
(MUSIL, 1990). Für die unterschiedliche Expression während der Entwicklung der Haut, 
speziell auch der Ausdifferenzierung der Keratinzyten und im Zusammenhang mit der 
Entwicklung der Federfollikel  und der Feder gibt  es noch keine Veröffentlichung. Im 
Gegensatz  dazu  ist  für  die  Entwicklung  der  Haut  und  des  Haarfollikels  bei  der 
Labormaus ein unterschiedliches Connexinexpressionsmuster bekannt. DI et al. (2001) 
konnten zeigen, dass hierbei sechs Connexine von  entscheidender Bedeutung sind, 
und zwar Cx26, Cx31, Cx31.1, Cx32, Cx40 und Cx43. So entschlossen wir  uns, für  
unsere Arbeit  zur Entwicklung der Hühnerhaut dieses Connexinspektrum zu nutzen. 
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Das  gilt  auch  für  Cx30,  welches  in  der  frühen  Embryonalentwicklung  der  Maus 
vorkommt (HOUGHTON et  al.,  2002)  und für  Cx45 das nach BEYER et  al.  (1990) 
auffallend häufig im Hühnerembryo vorkommt. 
Cx45,  Cx43 und Cx42 sind während der  Entwicklung des Hühnerembryos  in vielen 
Organen  zu  finden,  wobei  sie   eine  spezielle  Gewebeverteilung  zeigen.  Allen  drei 
Connexinen  gemeinsam  ist  der  Nachweis  in  Herzmuskelzellen  während 
unterschiedlicher Entwicklungsstufen (BEYER et al., 1990). Auch MUSIL et al. (1990) 
machen  deutlich,  dass  Cx45  im  Herzen  während  der  Entwicklung  unterschiedlich 
exprimiert  wird.  Es  ist  im  gesamten  Embryo  nachweisbar,  mit  einer  auffälligen 
Anreicherung  im  Magenbereich.  In  der  vorliegenden  Arbeit  war  während  der 
embryonalen Entwicklung der Haut und der Federfollikel jedoch kein Nachweis dieses 
Connexins  möglich.  Nach  BEYER  et  al.  (1990)  scheint  die  mRNA  des  Cx45 
altersbedingt  dramatisch  abzunehmen.  Cx45  ist  am 6.  Entwicklungstag etwa  10mal 
mehr im Embryo bei der Entwicklung des Herzens nachweisbar, als bei einem adulten 
Tier. Cx42 und Cx43 sind im Embryo dagegen nur etwa doppelt soviel wie bei einem 
erwachsenen Tier vorhanden (BEYER et al., 1990). 
Cx43 dagegen kann in der embryonalen Anlage der Linse nachgewiesen werden; dort 
vor allem in der epithelialen Schicht, nahe der Basalmembran. Auch in der embryonalen 
Leber ist Cx43 vorhanden (MUSIL et al., 1990). Bei adulten Tieren tritt Cx43 hier nicht  
mehr auf, dafür aber im Herzen und anderen Geweben (BEYER et al., 1989, BEYER, 
1990).  In  dieser  Arbeit  ist  Cx43 eindeutig  in  den epidermalen und mesenchymalen 
Verdichtungen  zu  Beginn  der  Federplakodenentwicklung  nachweisbar.  Auch  in  den 
Basalschichtzellen der Epidermis zur Basalmembran hin ist Cx43 in den frühen Stadien 
gut identifizierbar. Dadurch ist auf eine enge Kommunikation der benachbarten Zellen in 
den  Verdichtungen  zu  schließen.  Da  es  sich  in  den  epidermalen  und  dermalen 
Verdichtungen  um  das  gleiche  Connexin  handelt,  welches  auch  zwischen  den 
Basalzellen und der Basalmembran liegt, scheint eine Kommunikation zwischen den 
epidermalen und dermalen Verdichtungen möglich zu sein. Bei  der Entwicklung des 
Federfollikels  ist  eine  intensive  Kommunikation  zwischen  beiden  Gewebsanteilen 
wichtig und über die Connexine möglich.
Cx42 ist im gesamten Embryo zu finden, vor allem in Herz, Leber, Magen und dem M. 
pectoralis, dagegen nicht in der Linse und in nur geringen Anteilen im Gehirn. Auch wird 
Cx42 in den frühen embryonalen Stufen in den Blutgefäßen nachgewiesen.  Es zeigt ab 
dem 4.  Entwicklungstag  ein  einheitliches  Expressionsmuster  wie  Cx36  im  Myotom. 
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Dieser  Nachweis  wurde  mittels  In-situ-Hybridisierung  von  BEYER  et  al.  (1990) 
gesichert. Im Mesoderm des Hühnchenembryos wiesen BERTHOUD et al. (2004) ab 
dem 2.Entwicklungstag Cx36 auch in den Somiten nach. 
Cx43 dagegen war im Dermatom und im Sklerotom zu finden, Cx45 im Myotom und 
Dermatom (BERTHOUD et al., 2004).  Daraus ist zu schließen, dass Cx36, Cx42, Cx43 
und  Cx45  für  die  interzelluläre  Kommunikation  während  der  Entwicklung  der 
Muskelzelle  zuständig  sind;  auch  wenn  Cx43  keine  Überlappung  des 
Expressionsmusters  mit  Cx36  und  Cx42  aufzeigt.  Für  sich  allein  entwickelt  Cx43 
offenbar eine sehr hohe Expressionsrate im gesamten Embryo. Interessant ist,  dass 
Cx43 in der Entwicklung der Haut nicht nur in den frühen Stadien in den epithelialen  
Zellen vermehrt exprimiert wird, und zwar bis die Expression in den ausdifferenzierten 
Keratinozyten des Stratum corneums nicht mehr erkennbar ist, sondern auch im Laufe 
der  Entwicklung  in  den  Fibroblasten  der  mesenchymalen   Verdichtungen  der  sich 
bildenden Federfollikel. Dort bevorzugt ebenfalls in den glatten Muskelzellen, die sich 
erst in den späteren Stadien abgrenzen lassen und den Endothelzellen der Blutgefäße, 
wobei sich die Cx43 Expression in der ausgereiften Dermis dann auf die Endothelzellen 
und  die  glatten  Muskelzellen  der  Federmuskulatur  begrenzt.  Eine  Kommunikation 
innerhalb  der  einzelnen  Komponenten,  wie   den  Muskelzellen  oder  auch  den 
Endothelzellen, scheint durch das Cx43 erklärt werden zu können, dass im Laufe der 
Entwicklung  dieser  Gewebe  auch  die  umgebenden  Gewebe  erreicht  und  so 
kommunizieren kann. Basis für dieses Geschehen ist die Bildung von Cx43 bereits in 
den frühen Stadien der Fibroblasten. Eine Kommunikation zwischen der Federplakode 
und der angrenzenden Epidermis scheint über dieses Connexin gerade in der initialen 
Phase der Federfollikelbildung möglich und wichtig.
Schon SERRAS et al. (1993)  vermuteten eine Kopplung zwischen der Federplakode 
und der angrenzenden Epidermis, nachdem sie einen eingeschränkten Transport von 
Lucifer  yellow,  einem  Farbstoff,  der  durch  Connexine  hindurchdiffundieren  kann, 
zwischen der Federplakode und der Epidermis zeigen konnten, wobei aber vereinzelte 
Zellen mit dieser Anfärbung auch in der Epidermis von Hühnerembryonen auftreten und 
sich somit eine zumindest teilweise Kommunikation der Zellen untereinander vermuten 
lässt.
Die Einschränkung des Transportes des Farbstoffes in den dermalen Verdichtungen 
stimmt mit der Abnahme der mitotischen Aktivität überein (WESSELS und ROESSNER, 
1965). Während der Entwicklung von Haut und Federn im Hühnerembryo wurde nur 
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teilweise  eine  Verbindung  der  Federanlage  und  der  angrenzenden  Hautschichten 
erkannt  (SERRAS  et  al.,  1993).  Es  besteht  also  offenbar  eine  bevorzugte 
Farbstoffausbreitung  von  Lucifer  Yellow  entlang  der  anterior-posterioren  Achse  der 
Federanlage.  So  ist  es  möglich,  dass  bestimmte  Hautgebiete  über  bestimmte 
Zelladhäsionsmoleküle  zu  Domänen  werden,  die  über  Gap  Junctions  miteinander 
kommunizieren bzw.  in  Verbindung  stehen.  Dies  spricht  dafür,  dass  Gap Junctions 
während der embryonalen Entwicklung und beim Informationswechsel in embryonalen 
Zellen eine wesentliche Rolle besitzen und so Funktionseinheiten bilden, die bestimmte 
Gewebe ausbilden.
Dabei  spielt  nicht  nur  die  vollständige  Kanalbildung  der  Gap  Junctions,  die  das 
Zytoplasma der einen Zelle mit demjenigen der benachbarten Zelle verbinden, sondern 
auch der Stoffaustausch durch Halbkanalbildung mit dem umgebenden Gewebe eine 
große Rolle. Hierbei liegen Halbkanäle in der Zellmembran einer Zelle, ohne dass das 
passende Korrelat einer benachbarten Zelle einen vollständigen Kanal bildet, sondern 
nur  mit  dem umgebenen Gewebe  kommuniziert.  Dies  ist  vor  allem am Anfang  der 
Entwicklung wichtig, wenn noch nicht so große Zellverbände vorhanden sind und ein 
reger Stoffaustausch mit dem umgebenen Milieu besteht. Dieser Austausch kann durch 
die Halbkanalbildung direkt mit dem Zytoplasma der Zelle geschehen, ohne Diffusion 
über  die  Zellmembran  (CONTRERAS  et  al.,  2002,  2003;  PLOTKIN  et  al.,  2002; 
VALINUAS 2002;  EBIHARA 2003;  GOMEZ-HERNANDEZ et  al.,  2003;  HUR et  al.,  
2003; JIANG und CHERIAN, 2003; LEYBERT et al. 2003).
Diese These wird von anderen Autoren unterstützt, die nachweisen konnten, dass auch 
Connexine, die nur aus Halbkanälen bestehen und keinen vollständigen Kanal bilden, 
funktionell  tätig sind und ihren Status zwischen offenen und geschlossenen Zustand 
ständig  wechseln.  Auch  wird  bei  einigen  Zellen  erst  eine  Einlagerung  in  die 
Plasmamembran außerhalb der eigentlichen Gap Junctions beobachtet, ehe sie in den 
Plaques  vervollständigt  werden  und  ihre  Arbeit  aufnehmen  (MUSIL  und 
GOODENOUGH, 1991; BRUZZONE et al., 1996b). Möglicherweise ist auch dies ein 
Grund, warum wir Cx26, Cx32 und Cx43 in den Endothelzellen nachweisen konnten. 
Das Endothel trennt das Blut mit all seinen Nährstoffen und Blutkörperchen von dem 
umgebenen  Gewebe  ab  und  stellt  das  Transportmedium  durch  den  gesamten 
Organismus  dar,  so  wäre  eine  Kommunikation  der  Blutbestandteile  mit  den 
Endothelzellen über Connexine möglich. 
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Die Connexine scheinen also nicht nur einzelne Zellen miteinander zu verknüpfen und 
somit  Kommunikationseinheiten  zu  bilden,  sie  scheinen  darüber  hinaus  auch 
Kommunikation  zwischen  unterschiedlichen  Einheiten  möglich  zu  machen,  und  das 
nicht  nur  für  bestimmte  Bereiche,  sondern  auch  zwischen  völlig  verschiedenen 
Geweben, die auch embryonal einen eigenen Ursprung haben. Die Untersuchung der 
Entwicklung der Haut und im speziellen der Federfollikel mittels der Connexinnachweise 
bietet  somit  eine  mögliche  Erklärung  zur  Bedeutung  der  Kommunikation  komplexer 
Gewebe.
Cx26 überwiegt in den frühen Stadien der Epithelentwicklung und nimmt im Laufe der 
Entwicklung ab. Gerade in den sich stark  proliferierenden Zellen, wie z.B. den Zellen 
des  Stratum  intermediums  lässt  sich  dies  Connexin  nachweisen.  Nimmt  deren 
Proliferation ab, nimmt auch die Expressionsrate der Connexine ab.  Connexin30 ist 
zudem vor allem in den stark proliferierenden Stratum intermedium-Zellen nachweisbar 
sowie in den Zellen der Federbasis, die noch eine hohe Proliferationsrate aufweisen 
und einen niedrigen Differenzierungsgrad.   Cx26,  Cx30 und Cx32 sind also für  die 
Entwicklung der epidermalen Zellen von großer Bedeutung; im Gegensatz dazu findet  
man Cx31 bevorzugt in dermalen Zellen. 
7.2.3. Selektive Connexine am Beispiel der Entwicklung der Labormaus 
Im Vergleich zum Hühnchen besteht die Familie der Gap Junctions bei der Maus aus 13 
Typen  unterschiedlicher  Connexine,  die  während  der  Embryonalentwicklung  in 
speziellen Gewebeverbänden exprimiert werden. Dabei wiesen DI et al. (2001) nach, 
dass während der Entwicklung der Epidermis der Maus nur sechs Connexine eine Rolle  
spielen:  Cx26,  Cx31,  Cx31.1,  Cx32,  Cx40  und  Cx43.  Das  Connexin-Vorkommen 
scheint  mit  der  funktionellen  Kopplung  bestimmter  Gewebe  und  Zellverbänden  in 
Zusammenhang  zu  stehen.  Es  ist  auch  nachgewiesen,  dass  die  Epidermis  aus 
unterschiedlich vielen kleinen Kommunikationskompartimenten aufgebaut ist (KAM et 
al., 1986). Dabei gibt es keine spezifischen Grenzen, sondern eine Limitierung durch 
seitlich auslaufende Kopplungen bildet die Abgrenzung. Ein Kompartiment besteht aus 
etwa 20-25 Nachbarzellen einschließlich der peripheren Grenzschicht.  Antikörper von 
Cx43 zeigen vor allem in den basalen und suprabasalen epidermalen Schichten eine 
Reaktion, wobei mit zunehmendem Alter die Expression von Cx43 in der Basalschicht 
abnimmt.  Cx26 wird  dagegen vor  allem in  den äußersten Schichten nachgewiesen. 
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Cx43  und  Cx26  sind  in  den  unteren  epidermalen  Schichten  vorhanden  und 
korrespondieren nicht mit einer vertikalen Ausdehnung von Lucifer Yellow (CHOUDRY 
et al., 1997).
Des  Weiteren  konnten  diese  Autoren  zeigen,  dass  die  „gap  junctional  intercellular 
communication“ (GJIC) nicht an der dermalen-epidermalen Interaktion teilnimmt. In den 
frühen Haarfollikelstufen der Maus (Stadium 2) konnte Cx26 nicht gefunden werden, 
auch Cx43 wird weniger exprimiert als in der darüber liegenden Epidermis.
Die Cx-Expression in der Embryonalentwicklung bei der Maus folgt unterschiedlichen 
Mustern, d.h. im 2-4 Zellstadium werden v.a. Cx30, Cx31, Cx36, Cx43, Cx45 und Cx57 
exprimiert.  Im  8-Zellstadium wechselt  die  Expression  zu  Cx30.3,  Cx31.1  und  Cx40 
(DAVIS et al., 1996; HOUGHTON et al., 2002). Connexine werden sehr schnell nach 
der mRNA-Expression hergestellt und befinden sich initial im Zytoplasma. Zu Beginn 
des Blastomers, im 8-Zellstadium, lagern sich die Connexine aneinander (FLEMING et 
al., 2001). In Embryonen sind auch die Verbindung der Connexine und der Aufbau der  
Gap  Junctions  unabhängige  Ereignisse,  die  nur   teilweise  miteinander  korrelieren 
(KIDDER et al., 1987). 
Zusammenfassend  kann  man  sagen,  dass  Cx43  vor  allem  in  den  frühen 
Embryonalstadien, in der die Proliferation überwiegt, gehäuft vorkommt. Im Gegensatz 
dazu  überwiegt  die  Expression  von  Cx26  in  den  späteren  Stadien,  in  denen  die 
Zelldifferenzierung im Vordergrund steht  (GOLIGER und PAUL, 1994;  RISEK et  al., 
1994;  CHOUDRY  et  al.,  1997).  In  den  späteren  Embryonalstadien  der 
Mäuseentwicklung  sind  vor  allem  Cx31,  Cx31.1,  Cx37,  Cx40  und  Cx45  präsent 
(BUTTERWECK et al.,  1994a; GOLIGER und PAUL, 1994, 1995; CHOUDRY et al., 
1997). 
Während  der  Entwicklung  der  Haut,  im  speziellen  der  Epidermis,  ist  in  deren 
verschiedenen Schichten eine  unterschiedliche Expression der  einzelnen Connexine 
nachweisbar.  So  ist  im  Mäuseembryo  im  Stratum  basale  Cx43,  Cx45  und  Cx31 
eindeutig nachweisbar (RISEK et al., 1994; BUTTERWECK et al., 1994a; RICHARD, 
2000). Im Stratum intermedium ist Cx43 nur noch vereinzelt nachweisbar, wobei Cx31 
vorhanden und zusätzlich Cx26 nachweisbar ist (RISEK et al., 1994; BUTTERWECK et 
al., 1994a; RICHARD, 2000). Im Stratum transitivum herrscht dann Cx26 und Cx31 vor  
(RISEK et al., 1994; BUTTERWECK et al., 1994a). In der gesamten Epidermis lässt 
sich  während  der  Entwicklung  noch  Cx30  und  Cx37  nachweisen,  ohne  dass  eine 
auffällige  Verteilung  in  den  einzelnen  Schichten  bekannt  ist  (RICHARD,  2000). 
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Auffallend ist nur, dass im Periderm der Mäuseembryonen ein Nachweis von Cx26 und 
Cx43 möglich ist (RISEK et al., 1994 und RICHARD,  2000).
Spätere  Arbeiten  zeigten  eine  Expression  von Cx40 und Cx43 in  adulter  Haut  von 
Mäusen (BUTTERWECK et al., 1994a; RICHARD, 2000). BUTTERWECK et al. (1994a) 
beschrieben eine Abnahme der Cx31-Expression im Verlauf der Entwicklung vor allem 
in dem sich bildenden Stratum intermedium und Stratum transitivum. Cx.43 dagegen 




Untersuchungen zur speziellen Bedeutung von Connexinen bei der Entwicklung der  
Hautschichten und der Federfollikel beim Hühnchen
In der frühen Entwicklung des Embryos sind Connexine von großer Bedeutung. Diese 
intramembranösen  Tunnelproteine  bilden  Halbkanäle,  Connexone,  zwischen   zwei 
benachbarten Zellen und ermöglichen so einen direkten Informationskontakt.  Dies ist  
gerade während  der  Ontogenese notwendig,  damit  die  verschiedenen Gewebe und 
Organe des Tieres geregelt und koordiniert entstehen können. Da in einem Gewebe 
unterschiedlich ausdifferenzierte Zellen vorhanden sind, ist eine variierende Intensität 
und Qualität der Connexin-Expression zu erwarten.
Die vorliegende Arbeit weist zum ersten Mal die Bedeutung der Connexin-gesteuerten 
Entwicklung  des  Integuments  des  Huhnes  anhand  einer  immunhistochemischen 
Untersuchung am Beispiel der Rasse „White Leghorn“  nach, wobei die Kennzeichnung 
der  verschiedenen Entwicklungsstadien  auf  der  Basis  der  bewährten  Normtafel  von 
HAMBURGER und HAMILTON erfolgte.
Hierbei wurde z.B. deutlich, dass Cx26 in der basalen Schicht der sich entwickelnden 
Epidermis in frühen Stadien auftritt,  im Laufe der Entwicklung aber wieder abnimmt. 
Und zwar in dem Maße, in dem die Ausdifferenzierung der Hautzellen und damit auch 
die Ausdifferenzierung der Hautschichtung fortschreitet.  Dies bedeutet  ebenso, dass 
sich die Aufgaben der Haut im Laufe der Embryogenese verändern, d.h., die Epidermis 
mit ihrer Basalschicht und dem aufliegenden  einschichtigen Periderm, das im regen 
Kontakt  zu  der  Amnionflüssigkeit  steht,  wird  zu  einem mehrschichtigen  Epithel  des 
erwachsenen Tieres, welches den Organismus in vielfältiger Weise vor der „Außenwelt“ 
schützt. 
Auch die Entwicklung der sehr komplexen Federstruktur, die im engen Zusammenhang 
mit der Entwicklung der Hautschichten steht, bedient sich der steuernden Funktion der 
Connexine. Dies zeigt sich während der Entwicklung des Federfollikels deutlich in der 
Kommunikation zwischen ektomesodermalen und ektodermalen Zellen, aber auch in 
der späteren Trennung beider Zellentyplinien, basierend auf ihrer Connexin-abhängigen 
Ausdifferenzierung.  Z.B.  ist  während  der  Zunahme  der  Mesenchymzellen  bei  der 
Entwicklung der Federplakode  wiederum Cx26 vermehrt nachweisbar, wie in dieser 
10
Phase  auch  in  den  Peridermzellen.  Damit  ist  eine  Kommunikation  zwischen  den 
ektomesodermalen  und  ektodermalen  Zellen  offenkundig.  Das  bedeutet,  dass  die 
Connexin-Expression nicht nur an den Ursprung der embryonalen Zellen gebunden ist, 
sondern  zudem  in  engem  Zusammenhang  mit  der  Gewebeformation  steht.  Für 
Connexin30, 31, 32 und 43 konnte ähnliches nachgewiesen werden. Nur Connexin45 





A study on the specific significance of connexins during skin layer and feather follicle  
development in the chicken
Connexins are of great importance during the early development of the embryo. These 
proteins form intramembranous tunnel half channels, connexons, between two adjacent 
cells,  allowing  direct  contact  information.  This  is  necessary  particularly  during 
ontogenesis,  so that the various tissues and organs of  the animal  are formed as a 
controlled and coordinated result.  Regarding that  a tissue contains different cells of 
varying differentiation level, a varying intensity and quality of connexin expression can 
be expected.
The  present  study  shows  for  the  first  time  the  importance  of  connexin-driven 
development for the integument of the chicken, based on immunohistochemistry and 
"White Leghorns" as representative breed. For the identification of the different stages 
of development the wel-proven normal table of HAMBURGER and HAMILTON was very 
helpful.
In  this  way  it  became  obvious  that  connexin  26  occurs  in  the  basal  layer  of  the 
developing epidermis during early developmental stages. However,  the expession of 
this connexin decreases in intensity during development according to the degree of skin 
cell differentiation and the developmental degree of the skin layers. This includes that 
the  tasks  of  the  integument  change  during  the  course  of  embryogenesis,  i.e.,  the 
epidermis  with  its  basal  layer  and the  overlying  monolayered  periderm,  which  is  in 
permanent contact with the amniotic fluid, forms the multi-layered epithelium of the adult  
animal, thus protecting the organism in many ways against the "outside world". 
The development of the very complex feather structure that is closely related to the 
development of the skin layers, makes also use of the controlling function of connexins.  
This  becomes  evident  during  feather  follicle  differentiation  as  based  on  the 
communication  between  ectomesodermal  and  ectodermal  cells,  but  also  by  the 
subsequent separation of the two cell line types related to their connexin-dependent 
differentiation degree. For example, during the increase in mesenchymal cell numbers 
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during  feather  placode  development,  Cx26  can  be  increasingly  demonstrated,  as 
detectable during this stage also in the peridermal cells. Thus, communication between 
the  ectomesodermal  and  ectodermal  cells  is  obvious.  This  means  that  connexin 
expression is not only coupled to the origin of embryonic cells, but also closely related 
to tissue formation. Similar results could be obtained for the connexins 30, 31, 32 and 
43.  Connexin45  did  not  show  any  expression  during  skin  and  feather  follicle 
development in the chicken.
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